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Summary 
 
Comparative genomics has revealed an unexpected level of conservation for 
gene products across the evolution of animal species. However, the molecular 
function of only a few proteins has been investigated experimentally, and the role of 
many animal proteins still remains unknown.  
Here we report the characterization of a novel family of evolutionary conserved 
proteins, which display specific features of cytoskeletal scaffolding proteins, referred 
to as LRCHs.  
Taking advantage of the existence of a single lrch gene in flies, dlrch, we 
explored its function in cultured cells, and show that dLRCH act to stabilize the cell 
cortex during cell division. dLRCH depletion leads to ectopic cortical blebs and alters 
positioning of the mitotic spindle. We further examined the consequences of dLRCH 
deletion throughout development and adult life. Although dlrch is not essential for cell 
division in vivo, flies lacking dlrch display a reduced fertility and fitness, particularly 
when raised at extreme temperatures. These results support the idea that some 
cytoskeletal regulators are important to buffer environmental variations and ensure 
the proper execution of basic cellular processes, such as the control of cell shape, 
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Enjeux généraux de la morphogenèse 
La détermination de la séquence des génomes animaux représente une 
avancée considérable pour comprendre l’organisation des êtres vivants. Une 
question importante demeure cependant : comment l’information stockée dans 
l’ADN permet-elle la création et le contrôle de la forme tridimensionnelle des 
différents niveaux d’organisation du vivant ; organisation subcellulaire, 
cellulaire, en tissus, organes et enfin organisme? 
Un élément clef dans le décryptage de la morphogenèse est la 
compréhension des mécanismes moléculaires responsables du contrôle de la 
forme cellulaire au cours du développement. Le contrôle et le remodelage de la 
forme cellulaire sont en effet essentiels à différents processus biologiques tels 
que la migration et la division cellulaire. Le remodelage cellulaire implique la 
réorganisation du cytosquelette et son interaction avec la membrane plasmique 
des cellules. Ces mécanismes de dialogue fonctionnel entre le cytosquelette 
cellulaire et le(s) compartiment(s) membranaire(s) restent cependant encore 
mal connus. 
Ainsi, une question centrale est de décrypter les relations entre le 
cytosquelette et la membrane plasmique permettant un contrôle et un 
remodelage de la forme cellulaire nécessaires dans de nombreuses situations 
physiologiques.  
 
Le cytosquelette et ses régulateurs 
De la même manière que chez un vertébré son ossature lui permet de 
garder sa forme et de se mouvoir, le cytosquelette représente l’ossature de la 
cellule, mais pas seulement cela. En effet, le cytosquelette constitue 
l’architecture interne de la cellule et participe à l’organisation des composants 
cellulaires ainsi qu’au maintien de la polarité cellulaire par un ensemble de 
réseaux protéiques filamenteux. Le cytosquelette cellulaire est une structure 
très dynamique qui se réorganise continuellement au cours des différents 
évènements cellulaires (migration, division, etc). Chez les animaux où les 
enveloppes cellulaires sont souples, le cytosquelette détermine donc la forme 
de la cellule. Il est composé de différents réseaux de filaments interconnectés 
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qui présentent des localisations et organisations spécifiques au sein des 
différentes cellules. Ces réseaux de filaments sont des structures protéiques 
allongées résultant de la polymérisation d'éléments monomériques. Le 
cytosquelette regroupe trois grands types de filaments, classés selon leur 
diamètre : les microtubules (MT), les filaments intermédiaires (FI) et les 





Figure 1 : Les trois filaments composant le cytosquelette d’une cellule en 
interphase 
Sur une vue générale d’une cellule en interphase, les microtubules (en bleu) 
constituent un réseau résultant d’un assemblage de tubuline α et β ayant pour centre 
le centrosome. Les filaments intermédiaires (en vert) forment un réseau occupant 
tout l’espace cytoplasmique. Sous la membrane nucléaire interne, ils constituent la 
lamina. Les microfilaments d’actine (en rose) constituent un réseau principalement 




A. Les microtubules 
Structure et distribution cellulaire des microtubules 
Les microtubules sont des filaments de forme cylindrique creuse de 25 
nm de diamètre et de longueur variable (Figure 2 Introduction) ; ils sont formés 
d’unités hétérodimériques de tubuline α et β qui sont capables de s’auto-
associer longitudinalement pour former un protofilament (Valiron et al., 2001). 





Adapté de Valiron et al., 2001
 
Figure 2 : Formation et structure des microtubules 
Les monomères de tubuline α (en rose) et β (en bleu) s’associent pour former des 
hétérodimères qui s’associent à leur tour pour former un protofilament de 8 nm de 
diamètre. Les protofilaments s’associent ensuite longitudinalement et de manière 
hélicoïdale afin de former un microtubule de 25 nm de diamètre. Par la suite, le 
microtubule pourra s’allonger en polymérisant. 
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Les tubulines α et β lient le GTP, et dans le cas de la tubuline α, le GTP 
est enfoui à l'intérieur et donc non échangeable, alors que dans le cas de la 
tubuline β il est exposé en surface et échangeable (Mitchison, 1993). Les deux 
extrémités des microtubules ont des propriétés différentes : une extrémité est 
capable de croissance rapide (extrémité plus), alors que l'autre extrémité se 
trouve le plus souvent enchâssée dans le centrosome (extrémité moins), 
(Figure 3 Introduction). Le centrosome est un complexe protéique organisé 
autour de deux structures appelées centrioles. A la périphérie du centrosome 
se trouve la tubuline-γ faisant partie d'un complexe (Tubulin Ring Complex, 
TuRC) dont la conformation sert de gabarit au microtubule en construction (Job 
et al., 2003; Raynaud-Messina and Merdes, 2007). Dans les cellules en 
interphase, le centrosome se trouve généralement près du noyau et son nom lui 
vient du fait qu'il représente approximativement le centre cellulaire. A partir d'un 
centrosome, les dimères de tubuline (α et β) chargés en GTP sont ajoutés et 
élaborent des protofilaments, qui s'assemblent latéralement entre eux, formant 
ainsi des feuillets. Les feuillets se replient progressivement sur eux mêmes pour 
former le microtubule, cylindre creux et rigide. Généralement chaque 
microtubule est composé de 13 protofilaments. Plusieurs centaines de 
microtubules poussent en permanence vers la périphérie de la cellule.  
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Adapté de Valiron et al., 2001
 
Figure 3 : Dynamique de polymérisation des microtubules 
A. Les microtubules sont des polymères polarisés. Ils présentent une extrémité 
plus où l’incorporation de tubuline est favorisée et une extrémité moins où la perte 
de tubuline est plus importante. B. L’instabilité dynamique des microtubules 
correspond à une oscillation entre des périodes d’élongation qui durent jusqu’à un 
point critique dit catastrophe où le microtubule dépolymérise fortement, pour 
ensuite se reformer au cours du sauvetage. 
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Dynamique et fonctions du réseau microtubulaire 
Le cytosquelette microtubulaire est une structure hautement dynamique 
oscillant continuellement entre des phases de croissance et de 
raccourcissement. De nombreuses protéines associées aux microtubules, 
appelées MAPs (Microtubules Associated Proteins), permettent de réguler, 
dans l’espace et dans le temps, la dynamique des microtubules (Olmsted, 
1986; Valiron et al., 2001) . 
On définit notamment les MAPs structurales et les MAPs motrices 
permettant le transport de structures intracellulaires le long des microtubules. 
Les MAPs motrices sont les dimères de Dynéine et Kinésine qui peuvent 
s’attacher à la fois à des structures cellulaires et aux microtubules (Figure 4 
Introduction) (Hirokawa, 1998). La Kinésine assure le transport vers l'extrémité 
plus du microtubule, c'est-à-dire le transport antérograde (Hirokawa et al., 2009; 
Miki et al., 2005). Au contraire, la Dynéine va assurer le transport vers 
l'extrémité moins, c'est-à-dire le transport rétrograde (vers le centrosome) 
(Hirokawa et al., 1990). 
Parmi les MAPs, on distingue également des protéines spécialisées dans 
la liaison aux extrémités plus ou moins des microtubules. Caractérisées plus 
récemment, les plus-end TrackIng Proteins (+TIPs) sont des MAPs conservées 
chez tous les eucaryotes et s’accumulant spécifiquement à l’extrémité plus des 
microtubules où elles régulent leur dynamique (Akhmanova and Steinmetz, 
2008). Cette classe comprend des protéines telles que les CLIPs (Cytoplasmic 
Linker Proteins), les CLASPs (CLIP- ASsociated Proteins), APC (Adenomous 
Polyposis Coli) et EB1. Ces protéines constituent donc un large groupe 
remplissant des fonctions variées puisqu’elles participent à la régulation de 
l’architecture cellulaire en contrôlant la dynamique des microtubules, le 
recrutement de molécules de signalisation, les forces exercées sur le réseau 
microtubulaire, ainsi que les interactions entre les microtubules et des 
structures cellulaires (Akhmanova and Steinmetz, 2008). En effet, une fonction 
importante remplie par des protéines +TIPs est d’attacher et de stabiliser 
l’extrémité plus des microtubules au cortex cellulaire (Lansbergen and 
Akhmanova, 2006). Certaines protéines comme les spetraplakines par 
exemple, vont lier directement l’extrémité plus des microtubules à l’actine. 
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D’autres participeront à l’acheminent de vésicules et macromolécules vers des 
domaines subcellulaires tels que le front de migration ou les jonctions 
intercellulaires (Akhmanova and Steinmetz, 2008). En accord avec leur 
localisation, les +TIPs interviennent dans le mouvement des chromosomes en 
mitose en régulant les interactions microtubules/kinétochores (Maiato et al., 
2004).  
La régulation de la dynamique des microtubules dépend de l’action coordonnée 
et de l’interaction entre ces nombreuses protéines qui ont des effets opposés 
ou synergiques. 






D’après Kramer et Tramu
 
Figure 4 : Dynéines et Kinésines sont deux familles de protéines motrices 
associées aux microtubules 
Parmi les MAPs (Microtubules Associated Proteins), se trouvent deux familles 
de protéines motrices. Ce sont les Dynéines (540 kDa), qui se déplacent vers 
l'extrémité moins du microtubule (en direction du centrosome), et les Kinésines 
(130 kDa) qui se déplacent vers l'extrémité plus du microtubule. La Dynéine est 
emballée dans un complexe protéique constitué de six chaînes intermédiaires 
et de six chaînes légères. Ce complexe permet aussi de fixer les organites. La 
Kinésine est associée à une chaîne protéique légère qui lui permet de fixer les 
organites cellulaires à transporter. Les protéines motrices utilisent l'énergie 
dérivée de cycles répétés d'hydrolyse de l'ATP (Adénosine Triphosphate) pour 




Enfin, la troisième composante du cytosquelette est l’actine. L’actine, 
présente et très conservée chez tous les eucaryotes, est la protéine la plus 
abondante (5% au moins de la masse protéique totale) de nombreuses cellules 
animales. L’actine est synthétisée sous forme monomérique (actine globulaire, 
actine-G) qui est capable de polymériser pour former une hélice serrée de 5 à 9 
nm (actine filamenteuse, actine-F) (Figure 5A Introduction) (Khaitlina, 2001). 
Les filaments d'actine forment des structures dynamiques rendues plus au 
moins stables par des protéines associées nommées ABP (Actin Binding 
Proteins). Les formes stabilisées se rencontrent par exemple dans les 
microvillosités et les cellules musculaires. Les structures labiles, plus souples et 
dynamiques, sont impliquées dans la motilité cellulaire.  
L’actine est requise dans de nombreux processus cellulaires. Elle permet 
le maintien des microvillosités des cellules épithéliales intestinales et est 
présente au niveau des jonctions intercellulaires des cellules épithéliales. 
L’actine est également impliquée dans l’émission de lamellipodes qui 
permettent à la cellule de s’allonger dans une direction donnée, pour la 
migration cellulaire ou la phagocytose. Au cours de la migration, les 
microfilaments d’actine se lient en général à des points focaux d’adhésion qui 
servent de points d’appui sur la matrice extracellulaire. Certaines bactéries 
pathogènes intracellulaires utilisent la machinerie de régulation de l’actine de 
l’hôte pour se déplacer. 
L'actine, codée par six gènes chez l’homme et de séquence très conservée au 
travers des espèces, est une protéine de structure polarisée liée à l'ATP 
(Adénosine Triphosphate). Il existe trois types d’actine, l’actine α présente dans 
les cellules musculaires, l’actine β et l’actine γ qui sont présentes dans les 










Figure 5 : Modèle de polymérisation de l’actine 
A. La polymérisation de l’actine se fait à des vitesses différentes aux deux 
extrémités des filaments. Les molécules d’actine-G incorporées sont associées 
à de l’ATP qui est rapidement hydrolysé pour donner de l’ADP-Pi (Adénosine 
Diphosphate-Phosphate inorganique). Le phosphate va ensuite se dissocier et 
les molécules d’actine contenues dans le polymère seront alors liées à l’ADP, 
ce qui fragilise le polymère et favorise la dépolymérisation. La 
dépolymérisation est plus rapide à l’extrémité pointue (extrémité moins) car les 
microfilaments sont composés dans cette région d’actine-ADP. La 
dépolymérisation de l’extrémité pointue peut être compensée par la 
polymérisation au niveau de l’extrémité barbée (extrémité plus). B. Les 
microfilaments d’actine subissent le phénomène de treadmilling (tapis roulant) : 
ajout de sous-unités majoritairement à l’extrémité plus et perte de sous-unité 
majoritairement à l’extrémité moins. 
12 
Dynamique des microfilaments d’actine 
Les microfilaments d’actine sont comme les microtubules des structures 
polarisées avec une extrémité plus où la polymérisation de l’actine est rapide, et 
une extrémité moins où la polymérisation de l’actine est plus lente (Pollard, 
1986). On distingue alors respectivement l’extrémité barbée (extrémité plus) de 
l’extrémité pointue (extrémité moins). Cette appellation “barbée, pointue“ repose 
sur l’apparence en tête de flèche des filaments d’actine décorés par le sous-
fragment 1 de la Myosine et observés en microscopie électronique (Milligan et 
al., 1990). Les microfilaments d’actine subissent de même que les 
microtubules, le phénomène de treadmilling ou tapis roulant (ajout de sous-
unités à une extrémité et perte de sous-unités à l’autre extrémité) (Wanger et 
al., 1985; Wegner, 1976) (Figure 5B Introduction). 
A des concentrations faibles en sel (0.1 mM CaCl2), l’actine se trouve à 
l’équilibre sous forme monomérique (Pollard et al., 2000). Lorsque la 
concentration en sels augmente jusqu’à des valeurs comparables aux 
concentrations physiologiques (50 mM KCl, 10 mM MgCl2), la polymérisation 
de l’actine s’amorce spontanément. La réaction de polymérisation de l’actine in 
vitro est classiquement décomposée en trois phases. 
- Dans la première, dite phase de nucléation, les monomères d’actine 
s’auto-assemblent sous forme d’oligomères thermodynamiquement instables. 
Dès que les oligomères dépassent la taille d’un trimère, ils adoptent une 
conformation hélicoïdale, deviennent thermodynamiquement stables, et la 
réaction de polymérisation peut s’engager aux deux extrémités du filament 
d’actine si la concentration d’actine monomérique dépasse la concentration 
critique d’assemblage. Cette première étape est donc cinétiquement limitante 
pour la réaction de polymérisation. 
- Dans une deuxième phase, dite d’élongation, les monomères d’actine 
polymérisent aux extrémités barbées ou pointues des filaments d’actine par le 
biais d’une réaction bi-moléculaire. Les microfilaments d’actine étant des 
filaments polarisés, les cinétiques d’assemblage et de dissociation des sous-
unités d’actine dépendent de la nature des extrémités, pointues ou barbées.  
- Dans une troisième phase, dite phase d’équilibre, l’actine arrive à un 
état stationnaire entre ses deux formes monomérique et filamenteuse. L’actine 
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existe alors sous sa forme monomérique à une concentration égale à sa 
concentration critique d’assemblage, le reste de l’actine étant sous forme 
filamenteuse. 
De nombreuses protéines associées à l’actine régulent dans les cellules 
la polymérisation et l’organisation des filaments d’actine. L’étude de la migration 
aléatoire des cellules en culture, couplée à des données biochimiques, a permis 
d’établir un modèle simplifié de la dynamique de formation et de 
désassemblage des réseaux branchées de filaments d’actine (Pollard et al., 
2000) (Figure 6 Introduction). Ce modèle, dit de nucléation dendritique, propose 
un rôle pour chaque protéine dans un cycle où l’actine est successivement 
polymérisée pour former les réseaux branchés, puis dépolymérisée et recyclée 
pour reformer le réservoir d’actine monomérique. En l’absence d’extrémités 
barbées, l’actine complexée à la Profiline forme un réservoir de monomères 
pour la cellule (étape 1). L’activation à la membrane des protéines de la famille 
WASp/Scar (Wiskott-Aldrich Syndrome protein/Suppressor of cyclic AMP 
receptor) (Rengan et al., 2000) (étape 2) active en retour le complexe Arp2/3 
(Actin related protein 2/3) (Machesky et al., 1994; Machesky et al., 1999) (étape 
3) qui créé de nouvelles extrémités barbées depuis le côté de filaments 
préexistants, à proximité de la membrane. L’élongation rapide de ces 
extrémités (étape 4) permet au cytosquelette de pousser la membrane vers 
l’avant (étape 5). Rapidement, les filaments d’actine sont coiffés par des 
protéines de coiffe qui bloquent leur élongation (étape 6). L’action combinée 
des protéines de coiffe et du complexe Arp2/3 permet de former des réseaux 
branchés denses de filaments d’actine. L’hydrolyse progressive du nucléotide 
ATP des filaments d’actine suivi de la dissociation du phosphate (étape 7) 
permet la fixation sur les filaments de Cofiline/ADF (Actin Depolymerizing 
Factor) qui désassemble le réseau par fragmentations successives puis 
dépolymérisation des petits filaments-ADP (Adénosine Diphosphate) (étape 8). 
Enfin les monomères d’actine-ADP perdent l’ADF/Cofiline à laquelle ils sont liés 
au profit d’une complexation avec la Profiline qui accélère l’échange du 
nucléotide ADP pour un nucléotide ATP (étape 10). Cela permet le recyclage 




Pollard and Borisy, 2003
 
Figure 6 : Modèle de nucléation dendritique des filaments d’actine au front 
de migration cellulaire. 
(1) Activation de récepteurs par des signaux extracellulaires. (2) L'activation 
des voies de transduction aboutit à l'activation des petites GTPases de la 
famille Rho ainsi que du PIP2 qui en retour (3) activent les protéines 
WASp/Scar. (4) La liaison des protéines Wasp/Scar au complexe Arp2/3 
permet d'activer la nucléation de l'actine par branchement à partir d'un filament 
existant (5). (6) Croissance rapide des filaments qui poussent la membrane 
plasmique. (7) Les protéines de coiffe arrêtent la polymérisation de l'actine. (8) 
Hydrolyse de l'ATP. (9) L'ADF/Cofiline induit la dissociation du phosphate et de 
ce fait la dépolymérisation de l'actine. (10) La Profiline catalyse l'échange 
ADP/ATP des monomères d'actine. (11) Le pool d'actine-ATP liée à la Profiline 
peut ainsi être utilisé pour la polymérisation de l'actine. (12) Phosphorylation de 




Contrôle de la dynamique de l’actine : des protéines régulatrices 
pour un cytosquelette organisé et dynamique 
Afin de pouvoir répondre à un besoin immédiat ou à un signal 
extracellulaire, les cellules eucaryotes doivent être capables de modifier 
rapidement l’organisation et la dynamique du cytosquelette d’actine. Comme 
nous venons de le voir in vitro, la polymérisation spontanée de l’actine pendant 
le treadmilling est lente car limitée par la vitesse de dissociation des sous-unités 
d’actine-ADP (Wanger et al., 1985; Wegner, 1976) (Figure 5B Introduction). In 
vitro, la complexité des structures d’actine observées in vivo n’est pas 
reproduite. La diversité de ces structures est générée par la présence et la 
distribution localisée des ABP.  
Il existe une grande diversité de motifs protéiques permettant de lier 
l’actine-F et les ABPs sont généralement regroupées en huit grands groupes au 
regard de leur fonction. Des ABPs ont été impliquées dans le contrôle de la 
taille des microfilaments, requises pour la polymérisation (1), la 
dépolymérisation (2), la fragmentation (3), et la séquestration (4). Les protéines 
de coiffe (5) arrêtent la polymérisation en s’associant à l’extrémité en 
croissance. D’autres ABPs telles que la Tropomyosine sont nécessaires à la 
consolidation (6) des microfilaments. La Fimbrine, l’α-Actinine et la Fascine sont 
capables de relier (7) les microfilaments d’actine entre eux pour former des 
faisceaux de microfilaments parallèles. Les Myosines sont des protéines 
motrices (8) qui se déplacent le long des filaments d’Actine en utilisant l’énergie 
fournie par l’hydrolyse de l’ATP (dos Remedios et al., 2003; Van Troys et al., 
1999). 
L’actine, liée aux Myosines (I et II), joue de multiples rôles : (1) Elle 
constitue les fibres de stress des fibroblastes qui s’orientent selon les 
contraintes imposées par la cellule. Les faisceaux d’actine et de Myosine 
(actomyosine) sont reliés aux points de contact focaux (ou plaques 
d’adhérence) qui les arriment à la membrane plasmique et par delà aux 
protéines de la matrice extracellulaire. (2) On trouve aussi une ceinture 
continue d’actine dans les cellules épithéliales polarisées au niveau des 
jonctions adhérentes. (3) Enfin, l’actomyosine sous corticale renforce la rigidité 
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de la membrane plasmique et modifie la répartition des protéines 
intramembranaires. 
 
Il existe une autre famille de protéines fortement impliquées dans 
l’interaction entre le cytosquelette d’actine et le cortex cellulaire, ce sont les 
protéines ERM (Ezrin, Radixin, Moesin).  
 
La famille des protéines ERM et la régulation de l’actine 
A. Aspects phylogénétiques et découverte des protéines 
ERM 
Les protéines ERM (Ezrin, Radixin, Moesin) forment une famille 
évolutivement conservée, initialement définie par la découverte de trois 
protéines fortement apparentées chez les vertébrés (Bretscher et al., 2000). 
Ces protéines sont spécifiques des organismes pluricellulaires. Chez les 
invertébrés tels que la Drosophile, l’oursin, ou C. elegans, un seul gène ERM 
est présent et code une protéine présentant entre 50% et 60% d’identité avec 
les ERM humaines (Figure 7 Introduction). Chez la Drosophile, l’orthologue des 
protéines ERM est la dMoesin (dMoe). Les études phylogénétiques montrent 
qu’une première duplication génique chez un ancêtre commun à tous les 
vertébrés a conduit à l’apparition du gène Ezrin et d’un deuxième gène dont la 
duplication ultérieure conduira aux gènes Radixin et Moesin (Polesello and 
Payre, 2004). 
L’Ezrin a été découverte comme composant des bordures en brosse, 
structures riches en actine, des cellules épithéliales de l’intestin de poulet 
(Bretscher, 1983). La Radixin a été isolée dans les jonctions d’adhérences des 
cellules du foie mais semble être concentrée dans les microvillosités des acini 
pancréatiques (Tsukita and Hieda, 1989). Enfin, la Moesin a, quant à elle, été 
initialement caractérisée comme une protéine de liaison à l’Héparine (Lankes et 
al., 1988). Ces trois protéines sont structurellement très proches et 
appartiennent à la superfamille des protéines à bande 4.1 car elles possèdent 
dans leur partie N-terminale un domaine FERM (Four point one ERM) (Hoover 
and Bryant, 2000) (Figures 7 et 8A Introduction). 
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B. Aspects moléculaires et régulation des protéines ERM 
Les protéines ERM établissent un lien entre les filaments d’actine et les 
protéines de la membrane plasmique grâce à deux domaines fonctionnels 
majeurs (ERMAD pour ERM Association Domains) qui interagissent 
respectivement avec des protéines de la membrane et l’actine-F (Fehon et al., 
2010) (Figure 8A Introduction). 
 
D’après Fiévet et al., 2007
 
Figure 7 : Homologie de structure des protéines ERM 
Les protéines ERM sont très conservées au cours de l’évolution. Les protéines ERM 
humaines (Hs) présentent un fort degré d’identité entre elles (Radixin et Moesin ont 
respectivement 76% et 73% d’identité par rapport à l’Ezrin). La dMoesin de 
Drosophila melanogaster (Dm) présente quant à elle 57% d’identité par rapport à Hs 
Ezrin. Les protéines ERM humaines (Ezrin, Radixin et Moesin), tout comme la 
dMoesin possèdent deux domaines caractéristiques bien conservés. En N-terminal, 
le domaine FERM (N-ERMAD, en jaune) est impliqué dans les interactions 
protéines/protéines. En C-terminal, le C-ERMAD (en marron) comprend le site de 
liaison à l’actine filamenteuse (en marron foncé) dans lequel se situe le résidu 
thréonine dont la phosphorylation est impliquée dans l’activation des protéines ERM. 
Une hélice α (en bleu) sépare ces deux domaines capables de s’associer. Le 
pourcentage d’identité de séquence avec l’Ezrin est indiqué pour chacun des 
domaines.  
FERM : Four point one ERM, N-ERMAD : N-terminal ERM Association Domain, 
C-ERMAD : C-terminal ERM Association Domain 
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D’après Bretscher et al., 2002
 
Figure 8 : Organisation générale et activation des protéines ERM
A. Toutes les protéines ERM (Ezrin, Radixin et Moesin) ont une structure 
similaire, et le schéma représente l’organisation en domaines de l’Ezrin (586 
aa). En bleu, le domaine N-terminal FERM contenant trois sous-domaines (F1, 
F2, F3) est suivi d’une région centrale prédite pour avoir une structure 
hélicoïdale (en jaune). Après une région linker, le domaine C-terminal (C-
ERMAD) de la protéine est responsable de la liaison à l’actine filamenteuse (en 
orange). Avant l’activation de l’Ezrin par phosphorylation de la Thréonine 567, 
les domaines FERM et C-ERMAD sont capables de s’associer. B. Modèle de 
régulation des protéines ERM. Les protéines ERM existent dans un état 
dormant cytoplasmique dans lequel les domaines FERM (N-ERMAD) et C-
ERMAD sont masqués par une interaction intramoléculaire. (a) La liaison au 
PIP2 membranaire permet le recrutement et l’ouverture partielle de la protéine 
qui pourra alors être phosphorylée. Cette phosphorylation stabilise la protéine 
dans sa forme ouverte. Les protéines ERM peuvent s’associer directement à 
des protéines membranaires (b) ou via des protéines adaptatrices (c). 
EBP50 : ERM Binding Phosphoprotein, PtdIns(4,5)P2 (ou PIP2) : 
phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate. 
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Le domaine responsable de la liaison des ERM à leurs partenaires 
membranaires correspond à la région N-terminale de la protéine (N-ERMAD, ou 
domaine FERM). Ce domaine peut interagir soit avec des protéines de la 
membrane telles que ICAM (Intracellular Adhesion Molecule) ou CD44 (Cluster 
of Differenciation), soit avec des protéines adaptatrices comme EBP50 (ERM 
Binding Protein). Dans ce dernier cas, la protéine adaptatrice se lie à des 
récepteurs tels que le CFTR (Cystic Fibrosis Transmembrane conductance 
Regulator) ou le PDGFR (Platelet Derived Growth Factor Receptor) par 
l’intermédiaire d’un domaine PDZ (Postsynaptic density proteine of 95KDa, Disc 
large and Zonula occludens domain). Le second domaine fonctionnel des ERM 
(C-ERMAD) se situe dans la partie C-terminale des protéines et permet leur 
fixation à l’actine filamenteuse (Bretscher et al., 2002). 
Alors que chacun des deux domaines fonctionnels est très conservé 
entre toutes les protéines ERM, la région α hélicoïdale entre ces deux 
domaines présente une importante variation de séquence primaire entre les 
différentes espèces. Cette région charnière joue toutefois un rôle important en 
permettant une interaction intramoléculaire entre les domaines N-ERMAD et C-
ERMAD. Cette interaction conduit au repliement de la protéine qui constitue la 
forme dormante des ERM incapable de lier l’actine-F et des protéines 
membranaires. Une étape d’activation, conduisant à l’ouverture 
conformationnelle des ERM, est donc indispensable pour leur permettre de 
relier les microfilaments d’actine à la membrane plasmique (Figure 8B 
Introduction).  
Les premières données sur les mécanismes moléculaires de régulation 
des protéines ERM viennent de la mise en évidence d’une forme phosphorylée 
de la Moesin sur le résidu thréonine 558 durant l’activation plaquettaire 
(Nakamura et al., 1995). Il a été montré depuis, que cette phosphorylation 
introduisant une charge négative supplémentaire défavorise l’interaction N-
ERMAD/C-ERMAD, stabilisant ainsi la forme ouverte, active (Pearson et al., 
2000). D’autres études ont montré que la phosphorylation du même résidu 
équivalent de l’Ezrin et la Radixin (respectivement les Thr576 et Thr 564) 
correspond à l’activation de ces protéines. Les mécanismes de l’activation des 
protéines ERM ne sont pas parfaitement compris et nécessiteraient deux 
étapes : (1) la liaison au PIP2 (Phosphatidylinositol-4,5 phosphate) (Barret et al., 
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2000; Niggli et al., 1995; Roch et al., 2010) permettant une pré-ouverture de la 
protéine et rendant probablement le résidu thréonine conservé plus accessible 
à la phosphorylation, et (2) la phosphorylation d’un résidu thréonine conservé 
dans la partie C-ERMAD des protéines ERM (Figure 8B Introduction). La 
protéine phosphorylée est alors stabilisée dans sa forme ouverte et activée 
(Fievet et al., 2004). Chez les vertébrés, de nombreuses kinases ont été 
impliquées dans la phosphorylation des protéines ERM, incluant les protéines 
Rho Kinase, PKCα (Protein Kinase Cα), PKCθ (Protein Kinase Cθ) et NIK (NF-
κβ_Inducing kinase) (Matsui et al., 1999; Ng et al., 2001). Les petites GTPases 
de la famille Rho jouent aussi probablement un rôle dans l’activation des 
protéines ERM, même si les données disponibles restent contradictoires 
suggérant que les protéines ERM pourraient aussi réguler les protéines Rho-
like (Bretscher et al., 2002; Hirao et al., 1996; Mackay et al., 1997). Les 
protéines ERM jouent un rôle important puisqu’elles participent au contrôle du 
lien entre le cytosquelette d’actine et la membrane plasmique, rôle lui-même 
finement contrôlé par leur régulation.  
C. Rôles des protéines ERM chez les vertébrés 
Une fonction générale des protéines ERM est leur implication dans la 
formation et le maintien de structures membranaires particulières, souvent dans 
une sous région spécifique du cortex de la cellule. Les ERM s’accumulent, par 
exemple spécifiquement dans les microvillosités apicales des cellules 
épithéliales, les lamellipodes de cellules en migration. Il est connu que dans les 
neurones, l’inactivation de la Radixin et de la Moesin au niveau du cône de 
croissance entraîne une rétraction des lamellipodes (Castelo and Jay, 1999). 
L’importance des protéines ERM dans l’organisation du cytosquelette d’actine 
est mise en évidence in vivo par les défauts des microvillosités pancréatiques 
observés chez les souris dont le gène Radixin a été invalidé (knock-out). 
Cependant, l’analyse de la fonction des protéines ERM au cours du 
développement des mammifères montre que les souris knock-out pour la 
Radixin ou la Moesin sont viables et ne présentent pas ou peu de défauts 
phénotypiques (Doi et al., 1999; Kikuchi et al., 2002; Saotome et al., 2004). 
L’analyse de la fonction des protéines ERM au cours du développement des 
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mammifères est probablement gênée par la redondance fonctionnelle des trois 
paralogues, généralement co-exprimées dans la plupart des tissus. 
Les protéines ERM jouent aussi un rôle dans l’invasion tumorale et leur 
dérégulation a été identifiée comme un des déterminants métastatiques. En 
effet, l’expression élevée de l’Ezrin dans des tumeurs (ostéosarcomes, sein) est 
corrélée avec leur pouvoir invasif (Elliott et al., 2005; Khanna et al., 2004). Les 
ERM sont également impliquées dans l’agressivité des cancers de la prostate 
et de l’ovaire et pourraient être un élément important du pronostic des cancers 
des tissus mous de l’enfant (Pang et al., 2004; Song et al., 2005; Weng et al., 
2005).   
 
Pour étudier les rôles des protéines ERM in vivo, l’analyse génétique des 
invertébrés pour lesquels il n’existe qu’un seul orthologue des gènes codant 
pour les protéines ERM (D. melanogaster ou C.elegans par exemple) constitue 
donc un outil de choix.  
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La dMoesin, unique membre de la famille des protéines 
ERM chez la Drosophile 
Chez la Drosophile, l’unique gène codant pour une protéine ERM a été 
cloné en 1996 et nommé dMoesin (dMoe) (McCartney and Fehon, 1996). Par la 
suite, des mutations de ce gène ont été obtenues grâce a un crible réalisé au 
sein du Centre de Biologie du Développement ayant pour but de générer un 
ensemble de nouvelles mutations récessives létales par insertion d’éléments 
transposables (éléments P) sur le chromosome sexuel X (Bourbon et al., 2002). 
Les mutations du gène dMoe conduisent à un phénotype récessif létal, 
montrant que ce gène est essentiel pour le développement de la mouche. Ces 
mutations ont ensuite permis de réaliser une analyse fonctionnelle du gène 
dMoe chez la Drosophile, analyse à laquelle l’équipe a largement contribuée 
(Polesello et al., 2002). D’autre part, l’équipe a également participé à l’étude du 
rôle de la dMoe dans la division cellulaire (Carreno et al., 2008; Kunda et al., 
2008). .  
A.  Rôle de la dMoesin dans le développement de la 
Drosophile 
L’équipe a en effet réalisé la première analyse génétique du gène dMoe 
au cours du développement de la Drosophile (Polesello et al., 2002), montrant 
son rôle dans la mise en place des axes du corps (Jankovics et al., 2002; 
Polesello et al., 2002), la migration cellulaire au cours de l’ovogenèse (C. 
Polesello, résultats non publiés), ainsi que dans l’organisation des cellules 
épithéliales et l’organisation des filaments d’actine des photorécepteurs de l’œil 
(Karagiosis and Ready, 2004; Polesello and Payre, 2004). Dans cette partie, 
nous traiterons plus en détails du rôle de la dMoe dans la mise en place des 
axes du corps ainsi que dans la migration cellulaire.  
 
L’ovogenèse chez la Drosophile 
Chez la Drosophile, les deux ovaires sont composés d’environ 15 
ovarioles. Chaque ovariole contient plusieurs chambres à œufs (unité de base 
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de l’ovogenèse) en cours de développement (Bastock and St Johnston, 2008; 
Mahajan-Miklos and Cooley, 1994; Robinson and Cooley, 1997) (Figure 9 
Introduction). Une chambre à œuf est constituée de deux types cellulaires : des 
cellules germinales (l’ovocyte et les cellules nourricières) et des cellules 
somatiques (cellules folliculaires) (Figure 12 Introduction).  
L’ovogenèse débute dans une structure particulière, le germarium, sub-
divisé en trois régions fonctionnelles (Huynh and St Johnston, 2004; Navarro et 
al., 2001) (Figure 10 Introduction). Les cellules germinales souches sont 
localisées dans la région la plus antérieure du germarium où chacune se divise 
de façon asymétrique pour donner une nouvelle cellule souche, ainsi qu’une 
cellule fille nommée cystoblaste (Dobens and Raftery, 2000). Le cystoblaste va 
ensuite subir quatre divisions incomplètes, aboutissant ainsi à la formation de 
16 cellules germinales interconnectées, le cyste. La connexion entre les cellules 
germinales est assurée par des canaux de communication en forme d’anneau, 
riches en actine (Figure 11 Introduction). Ce sont en fait les anneaux 
contractiles résultant des divisions incomplètes du cystoblaste (ring canals). Le 
cyste comprends donc deux cellules avec quatre canaux, deux cellules avec 
trois canaux, quatre cellules avec deux canaux, et huit cellules avec un seul 
canal de communication. La connexion entre les cellules est assurée par un 
organelle vésiculaire continu constitué de microtubules, le fusome (Grieder et 
al., 2000; Lin et al., 1994).    
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D’après White et al., 1984
 
Figure 9 : Ovogenèse chez la Drosophile 
A. Schéma d’un ovaire constitué d’une quinzaine de structures tubulaires, les 
ovarioles. B. Un ovariole représenté de façon schématique. Chaque ovariole 
comprend des chambres ovariennes en cours de développement. L’ovogenèse 
démarre dans la structure la plus antérieure, le germarium. Les chambres 
ovariennes en cours de maturation évoluent dans l’ovariole de la partie 
antérieure vers la partie postérieure. C. Représentation schématique d’une 
chambre à œuf de stade 13 mettant en évidence une structure antérieure, le 
micropyle, dérivant des cellules folliculaires (Figure 12A Introduction). 
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D’après Huynh and St Johnston, 2004
 
Figure 10 : Structure du germarium et division des cellules germinales 
Le germarium est la structure la plus antérieure de l’ovariole. C’est dans la 
région 1 que se déroule la division des cellules souches, ainsi que la formation 
du cystoblaste. Le cystoblaste, issu de la division asymétrique d’une cellule 
souche, subit quatre divisions incomplètes pour donner naissance à 16 cellules 
germinales interconnectées. Dans le cyste, parmi les 16 cellules germinales, 
seules deux cellules possèdent quatre anneaux de communication. Dans la 
région 2, une des deux cellules possédant quatre anneaux de communication 
devient l’ovocyte capable d’entrer en méiose. A partir de cellules souches 
somatiques, les cellules folliculaires migrent pour encapsuler le cystoblaste. 
Dans la chambre à œuf ainsi formée, l’ovocyte se positionne postérieurement. 
La chambre à œuf migre ensuite vers la région 3 où des modifications de 
polarité se produisent dans l’ovocyte.  
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Par la suite, dans la deuxième région du germarium, une des deux cellules 
possédant quatre canaux de communication donnera l’ovocyte, alors que les 15 
autres cellules donneront les futures cellules nourricières. Dans cette deuxième 
région du germarium, des cellules souches somatiques localisées de part et 
d’autre du cyste se divisent pour donner naissance aux cellules folliculaires. 
Ces dernières migrent pour encapsuler les cellules germinales. A ce stade, 
l’ovocyte se localise au pôle postérieur du cyste. Lorsque le cyste pénètre dans 
la troisième et dernière région du germarium, les microtubules se positionnent 
alors au pôle postérieur de l’ovocyte. Le cyste associé aux cellules folliculaires 
qui l’entourent quitte ensuite le germarium, formant ainsi une chambre à œuf 
qui va s’engager dans les étapes successives de la différenciation (Riechmann 
and Ephrussi, 2001).  
L’ovocyte est stoppé en prophase de méiose I et devient alors 
transcriptionnellement quiescent. A l’inverse, les autres cellules germinales, les 
cellules nourricières, deviennent polyploïdes et sont transcriptionnellement très 
actives. Elles produisent le vitellus et les autres composants nécessaires au 
développement de l’ovocyte tels que des ARN messagers (ARNm) et des 
protéines. La chambre à œuf se développe, grandit, et l’ovocyte y occupe une 
place une place de plus en plus importante.  
Au stade 10, les cellules nourricières se contractent et propulsent leur 
contenu cytoplasmique dans l’ovocyte dont le volume doublera en 30 minutes, 
entre les stades 10 et 11. Un courant cytoplasmique se met alors en place au 
sein de l’ovocyte et participe à la distribution des molécules déversées par les 
cellules nourricières. Une fois leur contraction commencée, les cellules 
nourricières dégénèreront progressivement lors d’un processus apoptotique 
(Mahajan-Miklos and Cooley, 1994). 
La contraction des cellules nourricières est un processus actine-
dépendant. Des microfilaments spécialisés établissent le lien entre le cortex des 
cellules nourricières et le noyau, et sont nécessaires au déversement du 
contenu de ces cellules dans l’ovocyte (Figure 11 Introduction). Des mutations 
qui altèrent des gènes codant pour des ABP telles que chickadee, quail ou 
singed conduisent à la stérilité des femelles car elles désorganisent ces 
microfilaments. Dans ce cas, on observe que les noyaux obstruent les canaux 
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de communication et empêchent donc le transfert vers l’ovocyte des molécules 








Figure 11 : Structures riches en actine de la chambre à œuf de Drosophile 
A. Chambre à oeuf de stade 10A. Visualisation de l'actine filamenteuse par une 
coloration Phalloidine-TRITC. Les filaments d'actine sont présents au cortex 
des différents types cellulaires qui composent la chambre à oeuf, c’est-à-dire 
l'ovocyte, les cellules nourricières et les cellules folliculaires. Les anneaux de 
communication (ring canals) sont également des structures riches en actine-F.  
B. Visualisation de l'actine-F dans un canal de communication.  
C. Grossissement sur des cellules nourricières dans une chambre à oeuf de 
stade 10B. La visualisation des filaments d'actine par la Phalloidine-TRITC 
permet d'identifier, en plus de l'actine corticale, la présence de filaments reliant 
le noyau des cellules nourricières au cortex cellulaire. 
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Durant la maturation de la chambre à œuf, les cellules folliculaires 
subissent également de profonds remaniements de forme. Tout d’abord, ces 
cellules cessent de se diviser à partir du stade 6 et devienent polyploïdes. 
Durant le stade 9, un groupe particulier constitué de six à dix cellules va 
délaminer de l’épithélium folliculaire. Ces cellules folliculaires vont ensuite 
effectuer une migration stéréotypée à travers les cellules nourricières, du pôle 
antérieur de la chambre à œuf, vers l’ovocyte qu’elles atteindront au stade 10, 
comme nous le verrons plus en détails plus loin (Figure 12B Introduction). Il 
s’agit des cellules de bordure (BC) qui tirent leur nom du fait qu’elles arrivent 
contre la bordure antérieure de l’ovocyte (Montell, 2003; Rorth, 2002). Par la 
suite, ces cellules de bordure migrent dorsalement pour se localiser au-dessus 
du noyau de l’ovocyte et participer à la formation du micropyle, structure 
permettant l’entrée du spermatozoïde nécessaire à la fertilisation de l’œuf. 
Dans le même temps, une trentaine de cellules s’étirent et s’aplatissent 
autour des cellules nourricières. Les cellules folliculaires de forme cubique se 
positionnent autour de l’ovocyte et s’organisent en épithélium monocouche. A 
partir du stade 10B, moment du déversement dans l’ovocyte du contenu des 
cellules nourricières, les cellules folliculaires présentes à la jonction entre les 
cellules nourricières et l’ovocyte migrent de manière centripète pour recouvrir la 
partie antérieure de l’ovocyte. Les cellules folliculaires étirées se rétractent et 
maintiennent leur association avec les cellules nourricières qui dégénèrent. Les 
cellules folliculaires disposées autour de l’ovocyte, qui occupe la totalité de 
l’espace de la chambre à œufs à partir du stade 12, déposent le chorion, 
enveloppe protéique complexe assurant la protection des œufs après la ponte, 




Montell et al., 2003
 
Figure 12 : Structure d’une chambre à œuf et représentation schématique des 
différents stades de l’ovogenèse chez la Drosophile 
A. Représentation schématique d’une chambre ovarienne de Drosophila 
melanogaster au stade 9. Chaque chambre ovarienne est composée de deux types 
cellulaires : les cellules germinales et somatiques. Au centre de la chambre, se 
trouvent 16 cellules germinales incluant 15 cellules nourricières et un ovocyte. Les 
cellules nourricières sont polyploïdes et fournissent le cytoplasme à l’ovocyte situé 
en partie postérieure de la chambre ovarienne. L’ensemble des cellules germinales 
est entouré par une assise de cellules folliculaires cubiques et étirées. Un groupe de 
cellules somatiques, les cellules de bordure sont capables de migrer entre les 
cellules nourricières pour atteindre la partie antérieure de l’ovocyte au stade 10. B. 
Représentation schématique des différents stades de l’ovogenèse. Du stade 4 au 
stade 8, la chambre à œuf se développe sans modifications importantes de sa 
structure. Au stade 9, l’ovocyte occupe le tiers de la chambre ovarienne, les cellules 
de bordure sont présentes au sein des cellules nourricières et les cellules folliculaires 
antérieures s’étirent. Au stade 10, l’ovocyte occupe la moitié de la chambre 
ovarienne et les cellules de bordure ont atteint la partie antérieure de l’ovocyte.  
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Rôle de la dMoesin dans la mise en place des axes du corps 
L’ovocyte de Drosophile présente très tôt les signes d’une structure 
polarisée. En effet, la polarité de l’ovocyte, c’est-à-dire la mise en place des 
axes du corps (axe antéro/postérieur (AP) et axe dorso/ventral (DV) est initiée 
dès les premiers stades de l’ovogenèse. Elle va s’établir dans un premier temps 
par l’intermédiaire du ligand du récepteur à l’EGF (Epidermal Growth Factor) : 
Gurken (Figure 13 Introduction). Au stade 5 environ, Gurken, qui se localise au 
pôle postérieur de l’ovocyte, constitue un signal conduisant les cellules 
folliculaires adjacentes à adopter un destin postérieur. En retour, durant les 
stades 6-7, un signal émanant des cellules folliculaires est à l’origine d’un 
désassemblage du centre organisateur des microtubules situé dans la partie 
postérieure de l’ovocyte, engendrant ainsi une repolarisation du réseau 
microtubulaire, suivie de la migration du noyau de l’ovocyte en position dorsale 
(Riechmann and Ephrussi, 2001; Steinhauer and Kalderon, 2006). Le 
cytosquelette microtubulaire nouvellement repolarisé est structuré de telle façon 
que le pôle postérieur de l’ovocyte est enrichi en extrémités plus des 
microtubules. La modification de polarité du réseau de microtubules permet la 
migration du noyau de l’ovocyte de la partie postérieure vers la partie corticale 
antérieure, mais dirige également la localisation de l’ARNm et la protéine 
Gurken au-dessus du noyau de l’ovocyte. Cela définit ainsi la face dorsale de la 
chambre à œuf de stade 10. 
Le réseau polarisé de microtubules nouvellement établi est requis pour la 
mise en place de la polarité antéro-postérieure. En effet, cette polarité est 
établie par la localisation asymétrique de différentes molécules telles que les 
ARNm bicoid et oskar (Steinhauer and Kalderon, 2006) (Figure 14 Introduction). 
Ces ARNm sont produits dans les cellules nourricières et déversés dans 
l’ovocyte par l’intermédiaire des canaux de communication (ring canals). Dans 
l’ovocyte, l’ARNm bicoid se positionne au niveau de la partie antérieure, dans 
un processus dépendent des microtubules (Steinhauer and Kalderon, 2006). Le 
réseau microtubulaire dirige la localisation antérieure de l’ARNm bicoid en 
association avec une protéine motrice de type dynéine, c’est-à-dire se 
déplaçant vers l’extrémité moins des microtubules. Après fertilization, l’ARNm 
bicoid sera traduit et la diffusion de la protéine Bicoid à partir du pôle antérieur 
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va générer un gradient de morphogène responsable de la mise en place des 
parties antérieures de l’embryon. L’ARNm oskar se localise au pôle postérieur 
de l’ovocyte, et son transport est assuré par la protéine motrice Kinesin1 (se 
déplaçant vers l’extrémité plus des microtubules). Il est nécessaire à 
l’assemblage du plasme polaire qui contient les déterminants maternels 
responsables de la formation de l’abdomen et des cellules germinales (Ephrussi 
et al., 1991; Ephrussi and Lehmann, 1992).   
Le point de départ des travaux sur le rôle de la dMoe dans la mise en 
place des axes du corps a été l’observation des cuticules (exosquelette) des 
embryons pondus par des femelles hétérozygotes pour des mutations de la 
dMoe (Bourbon et al., 2002; Polesello et al., 2002). En effet, dans ces 
contextes, environ 10% des embryons présentent un défaut de segmentation, 
de type phénotype postérieur (Figure 15 Introduction). La dMoe est requise 
pour la mise en place de la polarité antéro-postérieure de l’embryon de 
Drosophile se déroulant pendant l’ovogenèse (Jankovics et al., 2002; Polesello 
et al., 2002). La dMoe est nécessaire pour l’ancrage correct des microfilaments 
d’actine au cortex cellulaire de l’ovocyte, confirmant ainsi que les protéines 
ERM établissent un lien entre la membrane et le cytosquelette d’actine in vivo. 
L’altération de l’actine corticale dans les ovocytes mutants pour la dMoe est à 
l’origine d’un défaut de localisation de déterminants maternels postérieurs, 
responsable de la perte de la polarité antéro/postérieure (Figure 15 
Introduction). L’utilisation de formes phosphomimétiques et non 
phosphorylables de la dMoe indiquent que la régulation de la dMoe, par 
phosphorylation de son résidu thréonine 559, est importante pour la localisation 
des déterminants postérieurs, montrant ainsi que les mécanismes de régulation 
des protéines ERM sont conservés entre la Drosophile et les mammifères. 
Dans les chambres à œuf mutantes pour la dMoe, on observe également une 
modification de l’organisation corticale des cellules nourricières, illustrant 










Figure 13 : Mise en place de la polarité dorso-ventrale chez la Drosophile 
Repolarisation du cytosquelette de microtubules par le signal Gurken (Grk) à la 
transition entre les stades 6 et 7.  
A. Dans la lignée germinale, les ARNm et les protéines produites dans les 
cellules germinales sont transportés  dans l'ovocyte le long des microtubules. 
Les cellules folliculaires postérieures reçoivent le signal Grk (flèches rouges) et 
adoptent alors une identité postérieure. B. En retour, les cellules folliculaires 
postérieures émettent un signal en direction de l'ovocyte (flèches noires). 
C. Suite à ce signal, les microtubules sont réorganisés. Le centre organisateur 
localisé jusqu'ici en position postérieure se désassemble et la nucléation des 
microtubules s'effectue alors à partir du cortex antérieur de l'ovocyte. Le noyau 
de l'ovocyte migre vers la partie antérieure de l'ovocyte dans un processus 
dépendant des microtubules. Sa nouvelle localisation définit la région antéro-






Figure 14 : Mise en place de la polarité antéro-postérieure chez la Drosophile 
Représentation schématique d'une chambre à oeuf de stade 10.  
Les ARNm bicoid et oskar sont produits dans les cellules nourricières et déversés 
dans l'ovocyte par l'intermédiaire des anneaux de communication (ring canals). 
L'ARNm bicoid se positionne dans un processus dépendant des microtubules, au 
niveau de la partie antérieure de l'ovocyte. La protéine Bicoid qui est requise pour la 
mise en place des structures antérieures ne sera traduite que dans l'embryon.  
Le transport de l'ARNm oskar est assuré par un complexe protéique se déplaçant 
activement sur les microtubules pour atteindre le pôle postérieur de l'ovocyte. La 
traduction de l'ARNm oskar n'est possible qu'au pôle postérieur et la protéine Oskar, 
qui est requise pour la mise en place des structures abdominales de l'embryon, se 
localise également au pôle postérieur.  
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Polesello et al., 2004
 
Figure 15 : La dMoesin est requise pour la formation des axes du corps  
(a) Préparations de cuticules d’embryons sauvages et (b) présentant une activité 
réduite de la dMoesin. Les embryons sauvages sont constitués de trois segments 
thoraciques et de huit segments abdominaux. Les embryons présentant une activité 
réduite de la dMoesin sont de longueur réduite, et la plupart des structures 
postérieures sont absentes. (c) Les structures embryonnaires postérieures sont 
déterminées par la localisation spécifique d’Oskar (en vert) au pôle postérieur de 
l’ovocyte sauvage. (d) Dans les chambres à œuf mutantes pour la dMoesin (les 
cellules germinales ont été déplétées en dMoesin), la localisation d’Oskar est 
largement altérée. (f) La visualisation de l’actine filamenteuse permet de mettre en 
évidence des défauts dans son organisation dans les chambres à œuf dont les 
cellules germinales ont été déplétées en dMoesin en comparaison (e) avec des 
chambres à œuf sauvages. Les noyaux sont visualisés en bleu. 
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Rôle de la dMoesin dans la migration cellulaire 
Plusieurs études suggèrent l’implication des protéines ERM dans la 
migration cellulaire. L’Ezrin est notamment impliquée dans la formation des 
métastases, indiquant que les protéines ERM pourraient jouer un rôle important 
dans la dissémination de certaines tumeurs (Estecha et al., 2009; Khanna et al., 
2004; Yu et al., 2004). Une étude du rôle de la dMoe dans la migration cellulaire 
a été entreprise chez la Drosophile, laquelle présente, durant son 
développement, différents processus constituant des modèles intéressants de 
migration cellulaire. La migration des hémocytes, des cellules germinales et la 
migration du système trachéal qui se déroulent pendant l’embryogenèse, ainsi 
que la migration des cellules de bordure au cours de l’ovogenèse sont les 
mieux connus (Ribeiro et al., 2003). La migration des cellules de bordure dure 
environ six heures entre les stades 8 et 10 de l’ovogenèse (Figure 12 
Introduction). Au cours du stade 8, ce groupe de cellules quitte l’épithélium 
folliculaire pour migrer entre les cellules nourricières durant le stade 9 et 
finalement atteindre l’ovocyte au stade 10A. Les cellules de bordure migreront 
alors en position dorsale, près du noyau de l’ovocyte (Rorth, 2002).  
La spécification des cellules de bordure est effectuée durant le stade 8 
par deux cellules polaires antérieures dont l’identité est définie plus 
précocement. La polarité des cellules polaires change dans les étapes 
précédant la spécification des cellules de bordure, et cette modification de 
polarité est nécessaire à l’organisation des cellules de bordure, ainsi qu’à leur 
migration (Szafranski and Goode, 2004). La restriction du nombre de cellules 
polaires nécessite l’activité du facteur de transcription Eyes Absent (EYA), 
puisque la perte de fonction de eya dans les cellules folliculaires aboutit à la 
formation de cellules polaires ectopiques (Bai and Montell, 2002). La protéine 
EYA est exprimée dans toutes les cellules folliculaires jusqu’au stade 8, à 
l’exception des cellules polaires et des cellules assurant la liaison entre deux 
chambres à œuf (stalk cells). Après le stade 8, l’expression de EYA, toujours 
exclue des cellules polaires, est restreinte aux cellules folliculaires antérieures 
(cellules de bordure et cellules étirées) et peut donc être utilisée pour suivre la 
migration des cellules de bordure. Dans une deuxième étape, dite de 
délamination, les cellules de bordure vont quitter l’épithélium folliculaire. Entre 
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les stades 8 et 9, une des cellules externes du groupe des cellules de bordure 
émet un long prolongement cytoplasmique appelé LCE (Long Cellular 
Extension) (Fulga and Rorth, 2002). Cette extension cellulaire est très sensible 
aux perturbations de l’organisation du cytosquelette d’actine, puisque 
l’expression dans les cellules de bordure d’une protéine de fusion Actin-GFP 
altère les propriétés du LCE et empêche la migration du groupe de cellules 
(Fulga and Rorth, 2002). Des défauts de cette phase de délamination sont 
également observés pour des cellules de bordure mutantes pour le gène 
spaghetti squash (sqh) codant pour la chaîne légère de la Myosine II non 
musculaire. L’ensemble de ces données suggère donc qu’une contraction acto-
myosine dépendante est requise pour la délamination des corps cellulaires, et 
permet aux cellules de bordure d’initier leur migration (Fulga and Rorth, 2002). 
Les cellules de bordure adoptent alors une structure pseudo-épithéliale et se 
disposent en rosette. La DECA (Drosophila E-cadherine), localisée au niveau 
des jonctions d’adhérence dans les cellules épithéliales, se redistribue sur 
l’ensemble des faces de contact entre les cellules de bordure, et plus 
faiblement à la périphérie de la rosette (Niewiadomska et al., 1999). La 
migration des cellules de bordure à travers les cellules nourricières est guidée 
par un gradient de PVF (PDGF, VEGF Factor) et de FGF, facteurs produits par 
l’ovocyte et diffusant dans la chambre à œuf (Duchek and Rorth, 2001; Duchek 
et al., 2001).  
  La migration des cellules de bordure constitue donc un processus 
complexe et contrôlé à chacune des étapes. Elle nécessite également une 
régulation fine de la polarité cellulaire et de l’organisation du cytosquelette 
d’actine. Des ABP ont été impliquées dans la migration des cellules de bordure, 
et une relation étroite entre la régulation du cytosquelette et la polarité cellulaire 
a pu être mise en évidence (Chen et al., 2001; Geisbrecht and Montell, 2002; 
Somogyi and Rorth, 2004).  
Après avoir établi que le gène dMoe est fortement exprimé dans les cellules de 
bordure, une analyse génétique a permis de montrer que ce gène est requis 
pour la migration de ce groupe de cellules (C. Polesello, résultats non publiés). 
De plus, en étudiant la localisation subcellulaire de différentes protéines 
présentant une localisation polarisé (telle que la DECA par exemple), il a été 
montré que la dMoe est requise pour la mise en place et/ou le maintien de la 
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polarité des cellules de bordure (C. Polesello, résultats non publiés). Enfin, là 
encore, l’analyse de la forme non-phosphorylable montre que la régulation de 
l’activité de la dMoe est déterminante pour la migration des cellules de bordure. 
B. Rôle de la dMoesin dans la division cellulaire 
Pendant les années 90, il a été montré, par l’utilisation d’un anticorps 
reconnaissant une partie commune aux trois protéines ERM, que les protéines 
ERM se localisent au niveau du sillon de clivage de cellules mammifères en 
division (Sato et al., 1991; Tsukita et al., 1994). Cependant, on ignorait jusqu’à 
récemment (i) quelle(s) protéine(s) ERM s’accumulent au niveau de l’anneau 
contractile, et (ii) quel rôle jouent les protéines ERM dans la mitose. La 
Drosophile constitue un modèle simple pour mieux comprendre le rôle des 
protéines ERM dans la division cellulaire (la dMoe étant le seul gène codant 
pour une protéine ERM). Deux équipes ont récemment publié des études 
principalement réalisées avec des cellules de Drosophile en culture permettant 
de comprendre ce rôle (Carreno et al., 2008; Kunda et al., 2008).  
Dynamique de la division cellulaire chez les eucaryotes supérieurs 
La régulation de la tension corticale est essentielle dans les cellules en 
division pour permettre les changements de forme complexes qui auront lieu 
durant la mitose. En interphase, les cellules en culture sont aplaties, présentant 
un cortex de forme irrégulière. Dès leur entrée en mitose, les cellules doivent 
s’arrondir et rigidifier leur cortex (Cramer and Mitchison, 1997). Ceci implique 
donc de sévères remaniements du cytosquelette.  
La division cellulaire met en jeu deux composantes majeures du 
cytosquelette, les microtubules et l’actine (Figure 16 Introduction). Le fuseau 
mitotique est l’organisation microtubulaire qui permet l’alignement des 
chromosomes sur la plaque centrale puis la répartition équitable du matériel 
génétique dans les deux cellules filles. Ce processus microtubules-dépendant 
est crucial puisque des anomalies dans l’organisation du fuseau mitotique 
peuvent conduire à une mauvaise ségrégation des chromosomes, générant 
ainsi de l’instabilité génétique pouvant être à l’origine d’une transformation 
oncogénique de la cellule. Les microtubules assurent donc la séparation des 
deux lots de chromosomes mais sont également essentiels pour délivrer au 
38 
cortex d’actine le signal de contraction nécessaire à la phase finale de la 
division cellulaire (Eggert et al., 2006). Le cytosquelette d’actine, associé à la 
Myosine joue un rôle important dans la constriction de l’anneau contractile 





Figure 16: Dynamique de la division cellulaire chez les eucaryotes supérieurs 
La mitose est l’étape du cycle cellulaire permettant à une cellule de se diviser en 
deux cellules filles identiques. Elle se déroule en quatre phases principales. En 
prophase, les chromosomes se condensent et les deux centrosomes se séparent 
pour migrer aux pôles opposés de la cellule. En métaphase, les chromosomes sont 
liés par les microtubules kinétochoriens et placés à l’équateur du fuseau mitotique. 
Ils constituent la plaque équatoriale. En anaphase, le fuseau mitotique sépare les 
deux lots de chromosomes qui vont migrer aux deux pôles opposés de la cellule. En 
télophase, l’anneau contractile d’actomyosine, mis en place en fin d’anaphase et 
permettant de réaliser l' abscission nécessaire à l’obtention de deux cellules filles se 
contracte. 
 
La mitose peut être divisée en quatre phases principales (Figure 16 
Introduction).  
- Pendant la prophase, les chromosomes se condensent, la membrane 
nucléaire se fragmente, et les deux centrosomes, centres organisateurs des 
microtubules, migrent aux pôles opposés de la cellule (Doxsey, 2005). Le 
centrosome est constitué de deux centrioles et il est dupliqué au cours de la 
phase S. Les centrosomes sont caractérisés par la présence de tubuline γ et 
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jouent un rôle dans l’organisation du fuseau mitotique. Dès cette étape, l’actine-
F est essentiellement corticale, et répartie de manière isotrope. 
- En métaphase, les chromosomes sont capturés au niveau du 
kinétochore par des microtubules kinétochoriens reliés aux centrosomes, et 
placés à l’équateur du fuseau mitotique par le jeu de la 
polymérisation/dépolymérisation de ces microtubules. Les microtubules astraux, 
eux aussi reliés aux centrosomes, permettent, en contactant le cortex cellulaire,  
de positionner le fuseau mitotique au centre de la cellule. 
- L’étape suivante, l’anaphase, se déroule en deux temps. En anaphase 
A, les microtubules attachés aux kinétochores et aux centrosomes 
raccourcissent par dépolymérisation et les chromosomes auxquels ils sont 
fortement attachés se dirigent ainsi vers les pôles. La deuxième partie de 
l’anaphase (anaphase B) se caractérise par un allongement de la cellule et une 
élongation des microtubules intermédiaires permettant à chaque lot de 
chromosomes, grâce à l’action de dynéines et d’autres protéines motrices liant 
les microtubules, d’atteindre les pôles de la cellule. Un anneau contractile 
constitué de Myosine et de microfilaments d’actine se met en place à l’équateur 
de la cellule. Les Myosines sont des moteurs moléculaires qui utilisent l’énergie 
produite par l’hydrolyse de l’ATP pour fournir une force en interagissant avec un 
filament d’actine. Près de 150 types de myosines ont été répertoriés, mais nous 
ne nous intéressons ici qu’à la Myosine II non-musculaire qui interagit avec la 
couche d’actine corticale (Landsverk and Epstein, 2005; Matsumura, 2005). La 
molécule de Myosine II d’une longueur de 150nm est constituée de deux 
chaînes lourdes et quatre chaînes légères. Chaque chaîne lourde (MHC pour 
Myosin Heavy Chain) est composée d’une tête globulaire et d’une queue. Les 
deux têtes globulaires sont constituées d’un domaine catalytique ATP-ase qui 
contient également le site de fixation à l’actine, et d’un domaine régulateur (ou 
cou) qui relie la tête à la queue. L’hydrolyse de l’ATP induit un changement de 
conformation qui déplace le cou avec un angle de 70° vers l’extrémité barbée. 
La queue est la structure permettant aux molécules de Myosine de s’associer 
entre elles pour former des oligomères. Cette propriété est cruciale puisqu’elle 
permet à la Myosine d’exercer des forces relatives entre plusieurs filaments. 
Enfin, à l’ensemble têtes-queue constitué de deux chaînes lourdes s’ajoutent 
deux chaînes légères (MLC pour Myosin Light Chain) à chaque tête. Pour 
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constituer cet anneau indispensable à la cytocinèse, il faut d’une part que les 
chaînes légères de Myosines soient activées par phosphorylation, et de l’autre 
que l’actine monomérique polymérise pour former des filaments (Glotzer, 2005). 
Cette activation de l’actine et de la Myosine passe par 2 voies distinctes, mais 
toutes deux dépendantes de l’activation de la petite GTPase Rho (Narumiya 
and Yasuda, 2006).  
- En télophase, les têtes globulaires des chaînes lourdes de Myosine de 
type II vont permettre le resserrement de l’anneau en coulissant sur les 
filaments d’actine, et partager ainsi la cellule en deux. Juste avant leur 
individualisation, les deux cellules filles sont reliées par un pont cytoplasmique 
à l’intérieur duquel on observe une structure contenant un faisceau de 
microtubules dérivés de la zone équatoriale du fuseau mitotique, appelée 
midbody. Cette structure, décrite pour la première fois par Flemming en 1891,  
contient des protéines indispensables à la cytocinèse et la ségrégation des 
chromosomes (Mullins and McIntosh, 1982; Paweletz, 2001).  
Afin d’assurer la fidélité de la transmission du patrimoine génétique, 
microtubules et actine doivent donc communiquer entre eux pour positionner 
correctement, dans le temps et dans l’espace, l’anneau de clivage. En effet, des 
défauts de positionnement ou de constriction de l’anneau contractile d’acto-
myosine peuvent conduire à une répartition inégale du matériel chromosomique 
dans les cellules filles (aneuploïdies). D’autre part, la régulation de la tension au 
niveau du cortex cellulaire est cruciale lors de la mitose. En effet, les processus 
de remodelage du cortex cellulaire impliquent une étroite collaboration entre le 
cytosquelette d’actine d’une part, et les composants de la membrane plasmique 
de l’autre. Le cortex d’actine est une couche de filaments d’actine d’environ 
1µm d’épaisseur, reliés à la membrane plasmique. Les Myosines de type II y 
sont très concentrées et les forces qu’elles y font naître en font une structure 
contractile qui donne sa tension à la cellule. La structure de cette couche 
corticale n’est pas encore totalement élucidée, en particulier l’organisation des 
filaments en est peu connue. Quelques études expérimentales des filaments du 
cortex en microscopie électronique montrent cependant que ceux-ci sont 
orientés parallèlement à la membrane. Une des questions déterminantes est 
donc de décrypter les mécanismes permettant d’établir cette liaison dynamique 
entre le cytosquelette d’actine et le cortex cellulaire.  
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La dMoesin contrôle la rigidité corticale et l’organisation des 
microtubules lors de la mitose 
Les deux études déjà citées (Carreno et al., 2008; Kunda et al., 2008) 
ont utilisé les cellules de Drosophile en culture (cellules S2 ou S2R+). Ces 
travaux examinent l’état d’activation de la dMoe au cours du cycle cellulaire en 
utilisant un anticorps spécifique de la dMoe phosphorylée (P-dMoe). La dMoe 
est fortement activée lors de l’entrée en mitose, la P-dMoe se localisant sur tout 
le cortex cellulaire en pro/métaphase, puis se restreint progressivement au 
sillon de clivage en ana/télophase (Figure 17 Introduction). La localisation de la 
P-dMoe durant la mitose est donc superposable, dans l’espace et dans le 
temps, aux sites de contraction corticale.  
Chez la Drosophile, une kinase responsable de la phosphorylation de la 
dMoe en mitose a été identifiée (Carreno et al., 2008; Kunda et al., 2008), il 
s’agit de la protéine Slik (un membre de la famille Sterile-20 of serine/threonine 
kinases) (Hipfner et al., 2004; Hughes and Fehon, 2006). Si la déplétion de la 
dMoe ou de Slik n’a pas d’effet apparent sur la morphologie des cellules en 
interphase, elle empêche la rétractation correcte du cortex cellulaire qui 
accompagne normalement l’entrée des cellules en mitose (Figure 18 
Introduction). Ainsi la dMoe est un élément important du contrôle des 
réarrangements initiaux du cytosquelette d’actine lors de la mitose. Dans les 
cellules en mitose déplétées en dMoe et/ou Slik, des expériences de vidéo 
microscopie ont mis en évidence des défauts de contractilité du cortex 
cellulaire, ainsi que la mise en place de protrusions corticales anormales. En 
plus de ces défauts corticaux, l’absence de dMoe ou l’altération de son 
activation conduit à la désorganisation du fuseau mitotique, avec des défauts 
de sa forme, orientation et positionnement.  
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D’après Carréno et al., 2008
 
Figure 17 : Distribution de la dMoesin pendant la mitose 
Un anticorps détectant la dMoe totale permet de localiser celle-ci sur tout le 
cortex cellulaire durant la mitose (panel du bas, en blanc), alors que la forme 
activée de la dMoe (P-dMoe) se localise sur tout le cortex en métaphase, pour 
se concentrer par la suite au niveau du sillon de clivage puis de l’anneau 








D’après Carréno et al., 2008
 
Figure 18 : Effets de la déplétion de la dMoesin ou de Slik sur des cellules 
S2 en mitose 
A. Les phénotypes observés après traitement par dsRNA dirigés contre la 
dMoesin permettent d’observer une dérégulation du positionnement de 
l’anneau contractile d’actomyosine dans l’espace (formation de sillons de 
clivage ectopiques en télophase) et dans le temps (des contractions 
anarchiques du cortex cellulaire se produisent dès la prophase), ainsi que la 
formation de protrusions corticales anormales (flèches). En métaphase, le 
fuseau mitotique est décentré. On observe également des défauts 
d’organisation des microtubules (têtes de flèches) B. La déplétion de Slik 
engendre des défauts de forme cellulaire et d’organisation des microtubules. 
L’ADN est visualisé en bleu. La barre d’échelle représente 10µm.  
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Ensemble ces résultats proposent un modèle du rôle de la dMoe dans le 
contrôle du remodelage de la forme de la cellule et de l’organisation du fuseau 
mitotique. Comme la dMoe relie les filaments d’actine à la membrane 
plasmique, son activation en début de mitose pourrait provoquer l’alignement 
des microfilaments d’actine parallèlement à la membrane (Figure 19 
Introduction). Ceci permettrait donc de mettre en place un réseau cortical rigide, 
nécessaire à l’entrée en mitose des cellules, mais également de positionner 
correctement le fuseau mitotique grâce à des interactions avec les microtubules 
astraux. En télophase, la dMoesin est activée exclusivement au sillon de 
clivage, favorisant la mise en place et la fonction de l’anneau contractile 
d’actomyosine. Ce modèle prédit qu’une activation biaisée de la dMoe en 
métaphase pourrait influencer l’orientation du fuseau mitotique. Cette 
hypothèse est compatible avec les résultats d’études du rôle de la matrice 
extra-cellulaire dans l’orientation du fuseau mitotique (Thery et al., 2005). En 
effet, des micropatterns de matrice extracellulaire peuvent forcer le 
positionnement du fuseau mitotique, et dans ce cas on assiste à un 
enrichissement de l’activation des protéines ERM dans les régions du cortex qui 
vont correspondre à l’axe du futur fuseau.  
Les résultats de Kunda et al. suggèrent également que la rétractation 
corticale et l’arrondissement de la cellule à l’entrée en mitose ne sont pas 
nécessairement dépendants de la Myosine II, dont la déplétion n’altère pas ces 
processus précoce de la mitose (Kunda et al., 2008). Il est toutefois possible 
que dans les conditions expérimentales utilisées la déplétion en Myosine II ne 
soit pas totale, et que le peu de Myosine II restant suffise à mettre en place les 
forces corticales nécessaires à l’entrée en mitose. Une autre hypothèse est que 
d’autres protéines motrices, connues ou inconnues à l’heure actuelle, puissent 
jouer ce rôle.  
Une autre question soulevée par ces études est de savoir comment les 
fonctions de la dMoe sont responsables de la rigidité corticale et coordonnées 
avec celles de la Myosine II pour permettre la contraction du sillon de clivage en 
mitose. Comme nous l’avons vu plus haut, RhoA est connue pour être 
responsable de la régulation de la Myosine II, et de nombreuses études ont mis 
en évidence des régulations positives ou négatives de l’interaction entre les 
protéines ERM et RhoA.  
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Les questions appelées par ces deux études s’orientent donc autour du 
thème de la régulation de l’activité de la dMoe. Pour mieux comprendre la 
régulation de l’activité des protéines ERM, la stratégie choisie a été de 
rechercher des partenaires fonctionnels de ces protéines.  
 
 
D’après Neisch and Fehon, 2008
 
Figure 19 : Modèle du rôle de la dMoesin dans la contraction corticale 
durant la mitose 
A. Dans une cellule non-polarisée en interphase, le cortex est composé de 
filaments d’actine orientés aléatoirement par rapport à la membrane 
plasmique. La dMoesin est majoritairement sous forme inactive (due à une 
interaction intramoléculaire entre ses domaines N et C-terminaux). Dans cette 
conformation, les sites de liaison à la membrane plasmique et à l’actine 
filamenteuse sont masqués. B. En réponse à la phosphorylation par Slik et 
parallèlement à la liaison au PIP2, la Moesin adopte une conformation ouverte 
lui permettant de lier membrane plasmique et actine filamenteuse. Cette 
double liaison permettrait d’orienter les microfilaments d’actine parallèlement à 
la membrane plasmique, renforçant ainsi la rigidité corticale nécessaire à la 
contraction du cortex cellulaire à l’entrée en mitose.  
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Recherche des partenaires fonctionnels de la dMoesin 
De par la structure de leur domaine FERM, les protéines ERM peuvent 
interagir avec une grande variété de molécules. Collectivement, les études déjà 
publiées ont répertorié un nombre impressionnant de partenaires potentiels des 
protéines ERM, même si dans la plupart des cas il ne s’agit pas d’une 
caractérisation fonctionnelle détaillée. Les rôles intrinsèques des nombreux 
partenaires potentiels restent souvent mal connus et surtout leur contribution à 
la régulation des protéines ERM est sujette à controverses. La relative 
simplicité du génome de la Drosophile constitue un atout pour identifier les 
partenaires fonctionnels des protéines ERM et analyser l’ensemble de leurs 
fonctions. Pour contribuer à ces aspects de la biologie des protéines ERM, un 
crible génétique a été réalisé au laboratoire visant à identifier des interacteurs 
fonctionnels de la dMoe chez la Drosophile (C. Polesello, résultats non publiés). 
 Ce crible était basé sur le fait que l’expression d’une forme non-
phosphorylable de la dMoe (dMoe-TA) dans les cellules de bordure conduit à 
un retard de leur migration, dans environ 40% des chambres à œufs, générant 
ainsi un contexte sensibilisé. Les mutations testées dans ce crible 
correspondaient à des gènes codant des ABP et des régulateurs potentiels de 
la dMoe. Si la réduction d’activité de la plupart des gènes testés n’a pas d’effet 
sur la migration des cellules de bordure, celle de certains gènes accentue ou 
diminue le défaut de migration des cellules de bordure provoqué par l’altération 
de la régulation de la dMoesin.  
Dans la catégorie des mutations qui atténuent le défaut de migration des 
cellules de bordure, on retrouve huit gènes incluant Sip1 (SRY interacting 
protein 1), un orthologue d’EBP50 (ERM Binding Phosphoprotein of 50 kDa) sur 
lequel je reviendrai un peu par la suite ; et un gène qui retiendra 
particulièrement notre attention ici puisque je me suis attachée à le caractériser 
dans cette étude, il s’agit du CG6860 (baptisé par la suite dLRCH, comme nous 
le verrons plus loin). dLRCH était alors une protéine de fonction inconnue, 
produit d’un gène prédit par analyse bioinformatique (CG6860). L’intérêt de 
l’étude de cette protéine était renforcé par les résultats d’un crible double-
hybride systématique (Hybrigenics) suggérant une interaction physique entre 
les protéines dLRCH et dMoesin. De plus, des expériences in vitro (GST Pull-
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down) réalisées dans l’équipe de P. Mangeat soutenaient que cette interaction 
entre dLRCH et la dMoesin soit directe (communication personnelle). 
 
Durant ma thèse et dans le but de mieux comprendre les mécanismes 
impliqués dans le contrôle et le remodelage de la forme cellulaire, je me suis 
attachée à caractériser, dans des cellules en culture, et au cours du 
développement de la Drosophile, la fonction de cette molécule pionnière, 






















Introduction et contexte scientifique au départ du projet 
Le sujet de ma thèse s’est profilé à la suite de résultats obtenus dans 
deux projets menés au sein du laboratoire. D’une part, un crible génétique 
visant à identifier des partenaires fonctionnels de la dMoesin avait détecté une 
interaction génétique avec une mutation insertionnelle localisée à proximité du 
gène CG6860, rebaptisé dLRCH. D’autre part, les travaux réalisés par 
Sébastien Carréno démontraient le rôle de la dMoesin (Moe) dans le contrôle 
de la division des cellules de Drosophile en culture (Carreno et al., 2008). Des 
expériences préliminaires réalisées par Jérôme Miailhe au cours de son stage 
de Master suggéraient que dLRCH co-localise avec la dMoesin au cours de la 
mitose. Il était donc attractif d’analyser le rôle de cette nouvelle protéine, 
dLRCH, au cours de la division cellulaire.  
L’article ci-dessous relate les résultats principaux de cette étude. Le chapitre 
suivant détaille des résultats complémentaires à ces travaux. 
 
Résumé de l’article 
 
LRCH proteins: a novel family of cytoskeletal regulators 
Foussard H., Ferrer P., Valenti P., Polesello C., Carréno S. and 
Payre F. 
Le travail présenté ici constitue la première analyse fonctionnelle de la 
protéine dLRCH, qui définit une nouvelle famille de protéines évolutivement 
conservée (LRCH) chez les animaux. 
Par des approches utilisant des cellules en culture nous mettons en 
évidence que dLRCH participe à l’organisation du cortex cellulaire lors de la 
division. dLRCH co-localise avec la forme activée de la Moe, unique 
représentant des protéines ERM chez la Drosophile. Nos résultats suggèrent 
que dLRCH fonctionne en parallèle avec la Moe pour stabiliser le cortex 
cellulaire en mitose. En effet, la déplétion de dLRCH ou de dMoesin conduit à la 
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formation de protrusions corticales anormales, accompagnées de défauts de 
positionnement du fuseau mitotique.  
Tirant avantage de l’existence d’un seul membre de la famille LRCH 
chez la Drosophile, nous avons généré une déficience enlevant ce gène pour 
accéder à l’analyse de sa fonction in vivo. Nos résultats montrent que le gène 
dlrch n’est pas essentiel au développement de la Drosophile. Cependant, les 
souches déficientes à l’état homozygote présentent une stérilité femelle, ainsi 
qu’une résistance moindre aux conditions extrêmes. Ces travaux suggèrent 
donc un rôle de cette nouvelle famille de protéines dans la régulation du 
cytosquelette mitotique, peut être en lien avec la survie des animaux soumis 
aux variations environnementales.  
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Introduction
The division of animal cells relies on the choreographed
reorganization of the mitotic spindle, which is responsible for
chromosome segregation. To ensure that the two daughter cells
receive identical genomic complements, microtubule dynamics
must be coordinated with a stereotyped series of changes in cell
shape, leading to cytokinesis. A failure to coordinate cell shape
transformations with chromosome separation can lead to aneuploi-
dy and contribute to cancer [1]. At the onset of mitosis,
reorganization of the actin cytoskeleton drives cell rounding and
cortical stiffening in early prophase [2]. Most animal cells therefore
display a characteristic round shape in metaphase, at the time when
microtubules build the mitotic spindle. Subsequently, the extended
spindle guides the assembly of an equatorial acto-myosin ring,
which, by contraction, divides the cell into two at the end of
telophase [3]. Compared to the numerous factors identified for their
role in the assembly of the contractile ring [3], the mechanisms
controlling the organization of the cortical cytoskeleton at earlier
stages of mitosis remain poorly understood [2].
It is well established that ERM proteins, named after the
vertebrate members Ezrin, Radixin and Moesin, link actin
filaments to membrane proteins [4,5] following an activation step
that includes phosphorylation of a conserved Threonine residue
[6]. Moesin (Moe) represents the unique Drosophila member of the
ERM family and we and other have shown a role for Moe in
regulating cortical stability and rigidity during mitosis [7,8].
Indeed, Moe depletion in Drosophila cells destabilizes the cell cortex
throughout mitosis, leading to cortical deformations and abnormal
distribution of acto-myosin regulators [7,8]. In addition, the lack of
Moe impairs microtubule organization and precludes stable
positioning of the mitotic spindle. Mitosis onset is characterized
by a burst of Moe activation and the spatiotemporal regulation of
Moe activity plays an important role in coupling cell shape control
and spindle morphogenesis during mitosis [7,8].
To further explore the mechanisms regulating cortical organi-
zation during mitosis, we searched for putative partners of Moe. A
two-hybrid screen identified the product of a candidate gene,
CG6860 (hereafter referred to as dLRCH), as a potential physical
interactor of Moe [9]. We show here that dLRCH defines a novel
family of proteins, contributing to cortical organization during cell
division. dLRCH localizes at the cleavage furrow in ana/
telophase, partly colocalizing with activated Moe. Depletion of
dLRCH in Drosophila S2 cells causes short-lived blebs that deform
the cortex during mitosis, as well as alteration of spindle
positioning. However, flies lacking dLRCH develop to adulthood,
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showing that dLRCH activity is not essential for cell division in vivo.
Nonetheless, dLRCH deficient flies are female sterile, display
shortened longevity and reduced resistance to extreme conditions.
Consistently with the evolutionary conservation of LRCH proteins
in animals, this first functional analysis therefore supports that
dLRCH is required for proper development and physiology of
Drosophila.
Results
dLRCH defines a novel family of putative cytoskeletal
regulators
CG6860 was identified in a genome-wide two-hybrid screen as
being a potential Moe interactor [9]. Annotation of the Drosophila
genome predicts that CG6860 encodes a novel protein of 809
amino acids (aa) that we named dLRCH, since it comprises
Leucine-Rich-Repeats (LRR) and a Calponin Homology (CH)
domain (Figure 1A). The N-terminal region harbors five LRR, a
motif of 22–26aa defined by the consensus LxxLxLxxNxLxxLPxxL
(where L can be leu, val, ile, or phe), previously shown to provide a
structural framework for protein/protein interactions [10]. Careful
examination revealed the existence of three additional motifs, partly
matching the LRR consensus [11], which flank the five bona fide
LRR. Furthermore, the C-terminal region of dLRCH is charac-
terized by the presence of a CH domain, generally viewed as an
actin-binding module [12].
Although LRR and CH domains are widespread in eukaryotes,
the combination of both LRR and CH within a same protein
appears restricted to animal species, and specific to dLRCH in flies
(Figure 1B). In human, only four highly-related proteins
(hLRCH1-4) simultaneously harbor these two motifs. hLRCHs
display extensive sequence similarity with dLRCH (Figure S1),
reinforcing the conclusion that they share a common evolutionary
origin (Figure 1C). Taken together, these data show that dLRCH
defines a novel family of proteins, whose patterns of conserved
amino-acids suggest that they act as cytoskeletal scaffold factors.
LRCH proteins localize at the cell cortex and cleavage
furrow during mitosis
Recent work has highlighted the importance of the spatio-
temporal localization and activity of cytoskeletal regulators during
the successive steps of cell division [2,7,8]. As a first step in the
analysis of LRCH proteins, we examined the sub-cellular
distribution of dLRCH during mitosis.
Drosophila S2 cells were transfected with constructs encoding a
GFP-tagged dLRCH protein, a tool that is also suitable for live
imaging (see below). GFP-dLRCH is distributed at the cell cortex
where it colocalized with the actin network, at the onset of mitosis
(Figure 2a–a0). In addition, a weak signal was often detected
associated with spindle microtubules in metaphase (Figure 2a and
data not shown). In anaphase, cortical dLRCH became enriched
at the equator (Figure 2b–b0) and then localized at the cleavage
furrow until the end of mitosis (Figure 2c–d0). Antibodies specific
for phosphorylated Moe (P-Moe) [13] showed that GFP-dLRCH
overlaps with sites of Moe activation during cell division (Figure 3).
dLRCH thus displays a dynamic sub-cellular distribution in
mitotic cells, colocalizing with F-actin rich structures and activated
Moesin.
dLRCH depletion induces deformation of the mitotic
cortex
The localization of dLRCH during cell division is suggestive of a
role in the organization of the mitotic cortex. To examine this
hypothesis, we knocked down dLRCH activity in S2 cells and
analyzed its consequences on mitosis.
Results obtained from the use of two different dsRNA, targeting
either the 59 or 39 region of the dLRCH ORF (Figure S2), indicate
that the depletion of dLRCH impinges on cell shape during
mitosis (Figure 4A). Live imaging using a stable line expressing
Tubulin-GFP (Tub-GFP) showed that dLRCH-depleted cells
displayed short-lived cytoplasmic bulges, or blebs, that transiently
deformed the cortex (Figure 4A), visible from pro-metaphase
stages. Cortical deformations were also seen in dLRCH-depleted
cells at later stages, notably in the equatorial region that is
normally not subjected to blebbing in control conditions
(Figure 4A). Most dLRCH-depleted cells completed cell division
and we observed only a limited increase of cytokinesis failure, as
evaluated by the proportion of binucleated cells (1.1% +/-1.6 in
controls and 4.8% +/21.9 in dLRCH-depleted cells). We then
compared the consequences of dLRCH and Moe inactivation
during cell division. The depletion of either dLRCH or Moe led to
significant cortical blebbing in pro/metaphase and ana/telophase,
Figure 1. dLRCH defines a novel protein family evolutionary
conserved in animals. A. The predicted Drosophila dLRCH protein
includes two regions with recognizable motifs: eight repetitions of
Leucine Rich Repeats (LRR) from position 92 to 289 and a Calponin
Homology (CH) domain in the C-terminus (position 668 to 771).
Domains that display a typical LRR organization are shown as LRR-
labeled green boxes, degenerate LRR-like structure are shown as green
boxes. B. Number of proteins that contain LRR, CH or LRR+CH domains
in flies and humans. C. Distribution of LRCH proteins throughout
different animal phyla. Hs, Homo sapiens; Mm, Mus musculus; Gg, Gallus
gallus; Fr, Fugu rubripes; Ce, Caenorhabditis elegans; Cb, Caenorhabditis
briggsae; Dm, Drosophila melanogaster; Ag, Anopheles gambiae; Ci, Ciona
intestinalis.
doi:10.1371/journal.pone.0012257.g001
Functions of LRCH Proteins
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Figure 2. dLRCH accumulates at the mitotic cortex and cleavage furrow. Sub-cellular distribution of a GFP-dLRCH fusion protein throughout
the successive stages of cell division, as assayed in cultured Drosophila S2 cells. (a–c0) Co-detection of GFP-dLRCH (green) and F-actin (red), from
metaphase to telophase. In metaphase, dLRCH is enriched at the cell cortex, co-localizing with F-actin. Starting from anaphase, GFP-dLRCH
accumulates at the cleavage furrow (arrows). During late telophase, GFP-dLRCH becomes concentrated at the midbody region (arrowhead) as shown
in double labelings with a-tubulin (d–d0). DNA is in blue in merged images (a0, b0, c0 and d0).
doi:10.1371/journal.pone.0012257.g002
Figure 3. dLRCH parallels the distribution of activated Moe during cell division. The GFP-dLRCH fusion protein co-localizes with activated
Moe during mitosis. Distribution of P-Moe (red) in dividing S2 cells shows a pattern reminiscent to GFP-dLRCH localization (green). Whereas in
metaphase both proteins are detected around the entire cell cortex, GFP-dLRCH and P-Moe become restricted to the cleavage furrow (arrows) from
anaphase to the end of mitosis. DNA is in blue.
doi:10.1371/journal.pone.0012257.g003
Functions of LRCH Proteins
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albeit with a lower proportion of cells displayed defects in dLRCH-
depleted cells compared to those lacking Moe (Figure 4B). In
addition, cortical blebs resulting from dLRCH depletion are rapidly
retracted as seen in live-imaging (Figure 4A) and being hardly
detected in fixed samples. The absence of Moe activity leads to
longer lived deformations, easily seen in fixed samples [7,8].
Interestingly, dLRCH depletion also led to improper positioning of
the spindle (Figure 4B), as seen in living cells (Figure 4A). Again,
the proportion of cells showing destabilized spindle was less
pronounced following the depletion of dLRCH versus Moe.
Therefore, during the division of S2 cells dLRCH depletion
triggers Moe-like defects, albeit of weaker severity and frequency.
We therefore examined whether the distribution of each
putative partner could depend on the function of the other. Upon
dLRCH depletion, phosphorylated Moe was properly distributed at
the cortex in metaphase (data not shown) and enriched at the
cleavage furrow in anaphase cells (Figure S3A). Reciprocally, using
S2 cells stably expressing GFP-dLRCH, we found that Moe or Slik
activity is dispensable for the proper localization of dLRCH at the
cleavage furrow (Figure S3B,C). These data therefore suggest that
the distribution of dLRCH and Moesin relies on independent
mechanisms during cell division. Consistent with this conclusion,
we failed to detect the existence of a stable dLRCH/Moe complex
in Drosophila cells or embryos, as assayed by co-immuno-
Figure 4. dLRCH depletion induces deformation of the mitotic cortex. A. Time-lapse frames of living S2 cells stably expressing Tubulin-GFP.
Top panels shows a dividing S2 cell in control conditions (no dsRNA), lower panels shows a dLRCH-depleted cell displaying abnormal cortical
protrusions (arrows) from pro/metaphase to ana/telophase. B. Quantification of the defects observed in cortical and spindle organization upon
depletion of dLRCH and/or Moe. The left chart plots cortical deformation, with the presence of at least one bleb during cell division (with the
exception of those normally observed at the polar cortex). Right panel shows the variation in spindle orientation after treatment with dLRCH, Moe or
both dsRNA. Spindle rotation was estimated by measuring the angle of the axis of the spindle from the first metaphase observed to that of telophase
(n = 329, 391, 280 and 182 cells for control, Moe dsRNA, dLRCH dsRNA and Moe+dLRCH dsRNA, respectively). Errors bars represent SD.
doi:10.1371/journal.pone.0012257.g004
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precipitation (data not shown). The various defects observed
during the division of dLRCH-depleted cells, i.e. cortical blebs and
spindle mis-positioning, are however likely to involve Moe, since
the simultaneous depletion of dLRCH and Moe did not lead to any
aggravation of the defects exhibited in the absence of Moe
(Figure 4B).
Flies carrying a deletion of the dLRCH locus display
female-specific sterility
Taken together, our results obtained in cultured cells showed
that dLRCH contributes to the control of cell division. We next
investigated the function of dLRCH in vivo, taking advantage of the
existence of a single representative gene in Drosophila.
We first examined the expression pattern of dLRCH throughout
embryonic development using in situ hybridization (Figure 5).
dLRCH RNA was detected from early stages of embryogenesis,
suggestive of a maternal contribution to dLRCH embryonic
expression. Following the onset of zygotic transcription, dLRCH
RNA was expressed ubiquitously. Nevertheless, dLRCH expression
was reinforced in several embryonic tissues. From stage 11 to 12,
dLRCH RNA accumulated in the developing tracheal system
(Figure 5c,e9), then in subsets of cells composing the Central
Nervous System (Figure 5e–g9). Finally, from stage-15, dLRCH was
also strongly expressed in the gonads (Figure 5g–h9).
We generated a loss of function allele by inducing a short
genomic deletion, using FRT-mediated recombination between
two transposable elements [14] that flank the dLRCH locus
(Figure 6A). This deletion, called Df(2L)dLRCH, removes ,30 kb
that include most of dLRCH coding regions, as well as CG31804, a
predicted gene showing very poor evolutionary conservation (even
within Drosophila species, see Figure S4) and no evidence of
expression in embryos and females [15]. That Df(2L)dLRCH
represents a null dLRCH allele was confirmed by genomic PCR,
with homozygous mutant embryos (Figure S2B). We found that
embryos homozygous for Df(2L)dLRCH were viable and did not
display gross developmental defects. Accordingly, it has been
reported that a transposable element inserted in dLRCH exonic
sequences, CG6860T1–36C, does not affect viability [16].
Df(2L)dLRCH mutants developed to adult stage, albeit with a
slightly decreased viability when compared to wild-type
(Figure 6B). While adult males lacking dLRCH are fully fertile,
we observed a strong reduction in female fertility. Firstly, females
heterozygous for Df(2L)dLRCH displayed decreased fertility when
compared to their sibling controls (Figure 6C). Moreover,
Df(2L)dLRCH homozygous females were sterile (Figure 6C), laying
rare embryos that displayed no sign of development, as deduced
from the absence of detectable nuclear division. While most egg
chambers from Df(2L)dLRCH females appeared normal, we
observed a weakly penetrant phenotype characterized by an
abnormal number of germ cells (Figure S5). Although this
observation cannot explain the 100% penetrant phenotype of
female sterility, these defects might suggest a role for dLRCH in the
control of germ cell division.
The slightly reduced viability of Df(2L)dLRCH mutants opened
the possibility that the absence of dLRCH impinges on develop-
ment and physiology. We reasoned that if the activity of dLRCH is
Figure 5. Expression pattern of dLRCH during Drosophila embryogenesis. Embryonic expression of dLRCH is ubiquitous and reinforced in
specific tissues, as shown by whole mount in situ hybridization to dLRCHmRNA. (a–h, e9) Pictures correspond to lateral views of embryos from early to
late embryonic stages or (f9–h9) to dorsal views of embryos from stage 13 to 16. Besides a low-level ubiquitous expression, higher levels of dLRCH
mRNA accumulates in tracheal pits (arrowheads in panels c and e9), the central nervous system (arrows in panels e, f, g, h, brackets in f9 and g9), as
well as in embryonic gonads (stars in panels g, h and h9). (d) The picture shows the staining obtained with a control sense probe.
doi:10.1371/journal.pone.0012257.g005
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not essential under optimal culture conditions, its absence might
be further deleterious under conditions of stress. We examined
whether either low or high temperature, i.e., 17uC or 29uC that are
close to the extreme allowing Drosophila development, impact on
the survival of Df(2L)dLRCH mutants when compared to control.
At these temperatures, we observed that Df(2L)dLRCH mutants
displayed increased lethality (Figure 6B), indicating that dLRCH
activity contributes to the robustness of the fly when placed in
harsh environmental conditions. This conclusion was further
supported when examining the longevity of individuals. Even
when raised in optimal conditions, Df(2L)dLRCH mutants
exhibited a reduced longevity in both sexes, already detectable
in heterozygous conditions (Figure 6D). Interestingly,
Df(2L)dLRCH females showed the most marked effect, even
though reducing female fecundity is often thought to have a
positive impact on lifespan [17]. Taken together, these in vivo
results show that whereas dLRCH function is not essential in flies,
its absence significantly affects the fitness of animals, especially
under non-optimal conditions of development and during adult
life.
Discussion
We identified here a novel family of putative cytoskeletal
scaffold proteins, referred to as LRCH. Our studies in Drosophila
cells implicate LRCH proteins in the organization of the cortex
during cell division. dLRCH protein localizes to cortical regions
undergoing contraction and depletion of dLRCH consistently
provokes defects in both cell shape and positioning of the spindle
during mitosis. However, the defects observed in cultured cells do
not prevent a coherent development, since embryos lacking
dLRCH reach adulthood. Nevertheless, our genetic analyses
indicate that dLRCH activity is likely to be required for optimal
resistance of individuals facing environmental constraints and
aging.
LRCH proteins define a novel family of cytoskeletal
factors
LRCH proteins are characterized by a unique combination of
protein domains that are otherwise common in eukaryotes, the
LRR and CH domain. The distinctive domain organization of
dLRCH defines a novel family of proteins, strongly conserved
throughout the evolution of animals. Indeed, the human genome,
as well as that of other mammals, contains four highly related
LRCH genes. Calponin Homology domains (often arranged in 2–4
tandem repetitions) are well established as protein domains
mediating interaction with actin filaments [12]. Further studies
have shown that five different subtypes of CH domain can be
discriminated, some of which are involved in binding to
microtubules [18,19]. The CH domain of LRCH proteins belongs
to the type-3 class [18], suggesting that, like the CH of IQGAP1
[20], it mediates interaction with the actin network; a conclusion
consistent with LRCH colocalization with actin-rich regions of the
cortex during mitosis. LRR motifs display a rapid diversification
outside their structural backbone and have been implicated in
protein/protein interactions [10,11,21], but their structure does
not allow the prediction of physical partners of LRCH proteins.
While large-scale two hybrid screenings in yeast have suggested
that LRCH might bind to ERM proteins [9], we did not detect
such an interaction in cultured cells or within the whole organism.
In addition, our results show that the subcellular localization of
Moe and dLRCH are mutually independent in dividing S2 cells.
While the LRCH family of proteins is well conserved in animals,
little is known concerning their role in development or physiology.
A few genetic studies have suggested that a variant in hLRCH1 is
associated with knee osteoarthritis [22,23,24] and recently an
hLRCH3 polymorphism was found to be associated with
susceptibility alleles to E. coli F4ab/F4ac in pigs [25]. Besides
these sparse functional indications, nothing is known about the
molecular activity of LRCH proteins.
LRCH proteins function at the cortex of mitotic cells
The sub-cellular localization of dLRCH during mitosis supports
the idea that LRCH proteins function as cytoskeletal regulators
during cell division. dLRCH localizes at the actin-rich cell cortex,
where it partly overlaps with P-Moe throughout cell division [7,8].
We used live cell imaging to follow cortical organization in
dLRCH-depleted cells as they passed through mitosis. dLRCH-
depleted cells display abnormal transient cortical protrusions, or
blebs, indicating that dLRCH contributes to cell shape control
during mitosis. The formation of blebs results from a localized
rupture of the interaction between actin filaments and the plasma
membrane [26,27], leading first to membrane expansion, then
rapidly followed by blebs retraction upon reassembly of the actin
cortex. Blebs occur in a number of instances during normal cell
physiology such as cytokinesis [28], where they are formed
specifically at the poles during anaphase [29], thereby contributing
to the so-called polar relaxation that facilitates cell elongation. In
contrast, the abnormal blebs of dLRCH-depleted cells form from
early stages of mitosis and occur notably in the equatorial region at
later stages. It has been shown that ERM proteins are normally
recruited during the earliest steps of bleb retraction in normal cells,
and Ezrin is required to retract short-lived blebs induced by the
alteration of cortical tension in mammalian cells [26,30,31]. Since
dLRCH-depleted cells show weak Moe-like defects during mitosis,
LRCH proteins might contribute to proper organization of the
mitotic cortex. We propose that the lack of LRCH activity causes
transient alterations of the cell cortex, which are rapidly corrected
in the presence of Moe, explaining why these abnormal blebs are
only short-lived, as well as the absence of additive defects following
the simultaneous depletion of both dLRCH and Moe.
Several lines of evidences suggest that, like in flies, LRCH and
ERM proteins are also involved in the control of cell division in
mammals. First, ERM and LRCH proteins show similar
Figure 6. Consequences of the lack of dLRCH on development and lifespan. A. Genomic organization of the dLRCH (CG6860) locus, with
coding exons drawn in light blue. The Df(2L)dLRCH was generated by provoking recombination between two transposons carrying FRT sites
(Pbac(WH)f01198 and P(XP)CG6860[d04045]) and its molecular structure was verified by PCR. Df(2L)dLRCH removes most dLRCH coding sequence, but
the first exon which encodes 101 aa. The 59 breakpoint of Df(2L)dLRCH is located 1.8 kb upstream of CLIP-190 and thus not likely to interfere with
CLIP-190 expression, although the latter point remains to be tested experimentally. B. Survival rate of Df(2L)dLRCH homozygous individuals
throughout development, at 25uC (left panel, n = 50 embryos), 17uC or 29uC (right panel, n = 50 and 60, respectively). The parental line P[XP]d04045
was used as control. C. The fertility was evaluated as the number of adult progeny emerging from crosses between a control w strain and
Df(2L)dLRCH mutants (n = 872, 575, 0 for control females, heterozygous and homozygous Df(2L)dLRCH; and n= 872, 808 and 752 for males of the
corresponding genotypes). All values were compared to control crosses (100%). Errors bars represent SD. D. Longevity of adult flies submitted to
25uC conditions. n = 160 for control females, n = 161 for control males, n = 106 for Df(2L)dLRCH heterozygous females, n = 93 for Df(2L)dLRCH
heterozygous males, n = 87 for Df(2L)dLRCH homozygous females and n= 72 for Df(2L)dLRCH homozygous males.
doi:10.1371/journal.pone.0012257.g006
Functions of LRCH Proteins
PLoS ONE | www.plosone.org 7 August 2010 | Volume 5 | Issue 8 | e12257
localization during the division of HeLa cells (see Figure S6).
Human ERM proteins are strongly activated upon mitosis onset,
accumulating at the cortex in pro/metaphase, then becoming
restricted to the cleavage furrow. The three ERM proteins
accumulate at the furrow, thus each can participate in the control
of cell division (Figure S6B). Similarly, we found that hLRCH3
accumulates at the cleavage furrow from anaphase onset (Figure
S6C), albeit without significant cortical accumulation being
observed at previous stages of mitosis. Secondly, genome-scale
RNAi profiling has shown that depletion of hLRCH2 and hMoe
alter the division of HeLa cells [32]. Since the three ERM proteins
(and presumably the four hLRCH proteins) likely play, at least
partly, redundant roles in the control of cell division, the individual
inactivation of hLRCH2 and hMoe probably underestimates the
consequences of the lack of ERM activity on the one hand, or
LRCH activity on the other hand. Finally, recent studies in human
cells shows that hLRCHs belong to the subset of proteins being
specifically phosphorylated during mitosis [33], in a cell cycle
dependent manner. This provides further evidence that LRCH
activity, and its putative regulation by phosphorylation, may play a
role in the control of cell division.
Towards a role of LRCHs in the mitotic spindle
organization
Live imaging revealed the instability of spindle orientation in the
absence of dLRCH during mitosis. Such a defect likely reflects an
alteration of the cross-talk that normally occurs between the
cortical actin network and microtubule tips during cell division
[3,34] and that requires Moe function [7,8].
It remains yet possible that LRCH proteins contribute more
directly to microtubule organization during cell division. It is
worth noting that EB1, a protein binding microtubule plus-ends
through a different subtype of CH domain, is required for proper
positioning of the mitotic spindle [19,35]. While the individual CH
domain of LRCH proteins is unlikely to interact with microtu-
bules, it has been shown that two CH domains brought together
by homo- (e.g., EB1) or hetero-dimerisation (e.g., Ncd80 and Nuf2)
form a microtubule binding unit [19,36]. Interestingly, recent
studies have shown that ERM proteins impact on the organization
of specific subsets of microtubules in various cell types [37,38,39].
Therefore, both ERM and LRCH proteins might have the
potential to influence the coordination between cortex and mitotic
spindle through both F-actin and microtubule organization.
In vivo analysis of LRCH activity
Functional assays in cultured cells have been proven as an
efficient means of identifying the molecular pathways involved in
the control of both cell shape [40] and division [41,42].
Nevertheless, to which extent cell-based assays can predict the
functional implication of a given factor within the whole organism
remains a debated matter. To assess the function of dLRCH in vivo,
we generated a loss of function dLRCH allele in flies, by inducing a
targeted genomic deficiency that removes only dLRCH and a
neighboring predicted gene (CG31804); CG31804 is poorly
evolutionary conserved, even in closely related species, and both
micro-array and deep sequencing experiments have not revealed
expression, aside weak levels in the adult testis (Flybase website
(accessed 2010) http://flybase.org/). If an influence of CG31804
cannot be formally ruled out, these results collectively suggest that
the phenotype observed in Df(2L)dLRCH is primary due to the
absence of dLRCH activity. In any case, embryos lacking dLRCH
progress through an apparently normal development, showing
that dLRCH is dispensable for cell division in vivo. Furthermore, it is
well known that the division of spermatids in males is particularly
sensitive to alterations in the molecular mechanisms controlling
mitosis [43,44]. Indeed, several mutations that do not prevent the
division of somatic cells result in male sterility, due to improper
spermatid division. The full fertility of Df(2L)dLRCH males further
argues that cytokinesis occurs normally in the absence of dLRCH in
vivo.
Similarly, it was recently shown that despite the dramatic
defects observed in dividing S2 cells, the absence of Wac, a
component of the Augmin complex, does not affect Drosophila
development and leads to fully fertile males, but sterile females
[45]. In this case, while Wac is not essential to mitosis in vivo, its
function is indeed required for chromosome alignment and
segregation during female meiosis. Interestingly, adult females
lacking dLRCH are sterile and even Df(2L)dLRCH heterozygous
display a phenotype of hypo-fertility. These data therefore open
the possibility that dLRCH might also be involved in female
meiosis, a speculation that must await future experimental
investigation for confirmation.
Phenotypic characterization is a difficult task that often limits
the functional outcomes of reverse genetic approaches. If
evolutionary conservation clearly represents a signature of
molecules that might be involved in important developmental
mechanisms, the selective pressure applied both on efficient
reproduction and adult fitness, two parameters rarely examined in
cellular and developmental studies. For example, it has been
shown that the conserved miRNA miR7 is not essential for the
development of Drosophila raised under optimal culture conditions,
but is required to maintain sensory organ fate under fluctuating
temperature conditions [46], providing an important aspect of
phenotypical robustness for developmental programs. In a same
vein, we find that the absence of dLRCH negatively impacts on
resistance of flies to extreme temperature conditions, as well as
longevity. In addition to apparently redundant transcriptional
enhancers [47], these data suggest that conserved cytoskeletal
scaffolding proteins may fulfill buffering functions. Since temper-
ature influences membrane fluidity, enzymatic activity and
protein-protein interactions, scaffolding proteins might be impor-




Putative structure of the dLRCH protein (FBpp0080521) was
predicted by analyzing its sequence with the SMART package
(http://smart.embl.de/). To determine the evolutionary repartition
of proteins containing LRR and/or CH domains, Ensembl database
(Homo sapiens) and FlyBase (Drosophila) were screened via Ensembl or
Smart for PFAM domains (LRR: PF00560, and CH: PF00307).
Individual sequences were extracted from Ensembl database: Homo
sapiens (LRCH1 ENSP00000374448, LRCH2 ENSP00000360996,
LRCH3 ENSP00000399751, LRCH4 ENSP00000309689), Mus
musculus (LRCH1 ENSMUSP00000086361, LRCH2 EN-
SMUSP00000033647, LRCH3 ENSMUSP00000023491, LRCH4
ENSMUSP00000031734), Fugu rubripes (LRCH1 ENSTR-
UP00000007434, LRCH2 ENSTRUP00000042888, LRCH3 EN-
STRUP00000006183, LRCH4 ENSTRUP00000004080), and
Ciona intestinalis (ENSCINP00000002827), NCBI: Gallus gallus
(LRCH1 XM_417050.2, LRCH2 XM_420210.2, LRCH3
XM_422732.2), WormBase: Caenorhabditis elegans (C14F11.2), and
Caenorhabditis briggsae (CBP28441), FlyBase: Drosophila melanogaster
(FBpp0080521) and Vector Base: Anopheles gambiae (AGAP010012-
PA). Amino-acid sequences were aligned using CLUSTALW2 and
evolutionary relationships viewed on a phylogram tree.
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Cell culture, dsRNA treatments and molecular constructs
Drosophila S2 cells were cultured in Schneider’s medium
(Invitrogen) supplemented with 10% heat-inactivated Fetal Bovine
Serum (FBS) and Penicillin-Streptomycin (PS). dsRNA were
synthesized and purified according to the T7 RiboMAXTM
Express Large Scale RNA Production System (Promega). For
dLRCH extinction, we used two non-overlapping regions to avoid
off-target effects. For Moe and Slik extinction, we used a previously
reported dsRNA [7]. dsRNA were added directly to cells growing
in supplemented medium at the 1st, 3rd and 6th day of culture.
Immuno-fluorescence assays or live imaging were performed at the
6th day.
dLRCH sequences were subcloned into pEFGP-C1 that contains
an actin promoter. Coding sequence of Ezrin, Radixin, Moesin on
one hand, and hLRCH3 on the other hand were cloned into
pEGFP-N1 or pEGFP-C1, respectively. Cells were transfected
with GFP-dLRCH or GFP-hLRCH3-expressing plasmids using
Fugen HD and immuno-fluorescence analyses were performed
60 hours after transfection. A stable cell line expressing GFP-
dLRCH was established by co-transfection of GFP-dLRCH and
Hygromycin resistance plasmids.
For immuno-fluorescence analysis, cells were cultured for
6 hours on glass coverslips, fixed in 4% paraformaldehyde in
Schneider’s supplemented medium (except for P-Moe and P-
ERM, in which the cells were fixed in 10% TCA in FBS-free
Schneider’s medium), during 30 min. Cells were blocked with 2%
BSA and 0.02% Saponin in TBS during one hour and then
incubated with primary antibodies. We used anti-aTubulin
(Sigma-Aldrich) at 1:200, anti-cTubulin [48] at 1:200, anti-
Phospho-Moe [13] at 1:100, and anti-Phospho-Ezrin (Thr567)/
Radixin (Thr564)/Moesin (Thr558) Antibody (Cell Signalling) at
1:100. Texas Red-X phalloidin (Invitrogen) was used at 1:200 for
F-actin staining. AlexaFluor488 secondary antibodies (Invitrogen)
were used at 1/500. Texas Red dye-conjugated secondary
antibodies (Jackson ImmunoResearch) were used at 1:100.
Imaging of fixed samples and time-lapse recording
Fixed cells were mounted in Vectashield containing DAPI
(Vector Laboratories). Images were acquired using a Nikon Eclipse
90i microscope with a MicroMAX (Princeton Instruments)
camera. Deconvolution was performed using Huygens software
(Scientific Volume Imaging). Live cell imaging was performed
using stable cell lines expressing Tubulin-GFP [7], or GFP-
dLRCH, cultured in 96-well glass-bottom plates (Greiner) at 25uC
and imaged with an inverted microscope (DMIRE2; Leica)
equipped with a CoolSNAP HQ2 (Roper Scientific) camera and
controlled by the MetaMorph 6.2 software (MDS Analytical
Technologies). Spindle rotation in live cells was analyzed using
ImageJ software. Images shown are representative of phenotypes
observed in at least three independent experiments. All images
were prepared using Photoshop (Adobe).
In situ hybridization and fly strains
Dig-labeled sense and antisense probes were synthesized from a
full length CG6860 cDNA, and used for in situ hybridization
experiments following standard procedures. Embryos were
mounted in glycerol-containing medium and photographed with
a Nikon Eclipse 90i microscope. A null allele for dLRCH was
generated through a small and targeted deletion using FLP
recombinase [14] between the elements carrying FRT sites f01198
and d04045 obtained from Exelixis [49]. We kept four
Df(2L)dLRCH stocks coming from independent chromosomal
events for further analyses (Figure S2). The resulting deficiencies
were characterized molecularly by PCR (Figure S2) using
transposon-specific primers according to [14]. Df(2L)dLRCH
mutant flies were kept and selected using GFP-expressing CyO
balancers. The w1118 strain, or the parental d04045 line, was used
as control, and the y,w,MoePL106/FM0 [50] line as Moe mutant.
Viability and longevity experiments
For experiments aiming at estimating viability, eggs were
collected from well-fed females kept on agar medium with drops of
live yeast. After hatching, 50–60 larvae were transferred in
polystyrene vials containing corn/yeast agar medium and allowed
to develop in different incubators (at 17uC, 25uC or 29uC), where
light was provided from 8am to 8pm. The longevity of adult flies
was recorded using new born flies passed into fresh vials
containing the same medium and a drop of live yeast, in an
incubator at 25uC with an identical light/dark regime. The
number of dead flies was recorded each day, up to death of the last
fly. Vials were renewed twice a week.
Supporting Information
Figure S1 Evolutionary conservation of Drosophila and human
LRCH proteins. Alignments of protein sequences corresponding
to the LRR motifs (A) and the CH domain (B) between dLRCH
and its 4 human orthologs. The two respective regions (positions
79–281 and 669–772 within dLRCH) were aligned using
ClustalW. Identical residues are in red; those in green and blue
are highly or weakly similar across the five sequences, respectively.
C. Schematic representation of conservation levels between
Drosophila and human LRCH proteins. Each bar (arrow)
represents a 10 aa window, displaying from 5–10 (black) or 3–4
(grey) identical residues in the five LRCH proteins. White bars
indicate a poor conservation, with 0–2 invariant residues. Positions
of the two functional domains are underlined.
Found at: doi:10.1371/journal.pone.0012257.s001 (8.00 MB TIF)
Figure S2 Inactivation of dLRCH in cultured cells and whole
animals. A. Living S2 cells stably expressing GFP-dLRCH in
control conditions (no dsRNA or control dsRNA targeting Sip1) or
treated with dsRNA targeting the N-term or C-term region of
dLRCH ORF (dLRCH-N or dLRCH-C, respectively). Pictures
were taken using the same exposure conditions. GFP signal is
strongly reduced in cells treated with dLRCH-N & -C dsRNA but
not in cells treated with control dsRNA. B. Genomic DNA
extracted from single homozygous flies corresponding to indepen-
dent recombination events was used as a template for PCR
amplification, using primer specific for Sip1 (control) or dLRCH
coding regions. No dLRCH amplification was observed in flies
homozygous for the Df(2L)dLRCH, confirming that this repre-
sents a molecular null allele.
Found at: doi:10.1371/journal.pone.0012257.s002 (2.88 MB TIF)
Figure S3 Reciprocal independence of dLRCH and the Moe
pathway. A. Depletion of dLRCH does not affect P-Moe (red)
distribution in dividing S2 cells, as shown by a normal
accumulation of P-Moe at the equatorial cortex (arrows) during
anaphase (in 91.4% of control cells, n = 58, and in 90% of
dLRCH-depleted cells, n = 60). DNA is in blue B. Time-lapse
frames of GFP-dLRCH S2 cells in control (left), and after
treatment with Moe dsRNA (right) show that, reciprocally, Moe
depletion does not prevent the proper distribution of dLRCH, as
shown by accumulation at the cleavage furrow (arrow) in 98.0% of
control cells and 97.7% of Moe-depleted cells, n = 300. C. Time-
lapse frames of GFP-dLRCH S2 cells show that Slik depletion
does not prevent dLRCH localization at the cleavage furrow
(arrow), with GFP-dLRCH accumulating at furrow in 93.3% of
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control cells and 92.0% of Slik-depleted cells, n = 150. D. The
graph shows the proportion of the different genotypes, observed in
the progeny from MoePL106/FMO females crossed with control
or Df(2L)dLRCH homozygous males. The absence of a dLRCH
allele does not modify the proportion of the different classes,
including that of MoePL106 male escapers, when compared to
control. The number of individuals counted was MoePL106/+:
n = 641; MoePL106/+; Df(2L)dLRCH/+: n = 680; FM0/+:
n = 543; FM0/+; D(2L)dLRCH/+: n = 541; MoePL106/Y:
n= 12; MoePL106/Y; Df(2L)dLRCH/+: n = 8; FM0/Y:
n= 397; FM0/Y; D(2L)dLRCH/+: n = 421.
Found at: doi:10.1371/journal.pone.0012257.s003 (5.57 MB TIF)
Figure S4 Evolution of the putative CG31804 gene in insect
species. CG31804 putatively encodes a 212 amino-acid long
peptide, being evolutionary conserved only in species of the
melanogaster subgroup (grey box). Identities with the CG31804
encoded peptide decrease from 77% (D. simulans) to 57% (D.
erecta). In the D. Ananassae genome, a genomic region at
approximately the same location was identified by DNA similarity,
but the presumptive ORF is interrupted by several stop codons
and peptides do not display homology with the CG31804 product
deduced from species of the melanogaster subgroup. Correspond-
ing genome regions in other related drosophila were analysed with
alignment tools (Blast, ClustalW2), which detect no significant
DNA nor protein similarities.
Found at: doi:10.1371/journal.pone.0012257.s004 (6.46 MB TIF)
Figure S5 Germline defects observed in Df(2L)dLRCH females.
A. Quantification of the number of nurse cells in the egg chambers
of control or Df(2L)dLRCH homozygous individuals, in 7
independent experiments. Control (w1118) flies showed a weak
proportion of abnormal numbers of nurse cells (,15, or .15, per
egg chamber), in all experiments. In contrast we observed high
variability in the proportion of abnormal egg chambers in
Df(2L)dLRCH homozygous females. In two separate experiments,
these defects were seen in 60% of examined samples. B. Pictures of
egg chambers dissected from control (left) and Df(2L)dLRCH
(right) females illustrating the observed defects in the number of
nurse cells. Nuclei (blue) were stained by Dapi and F-actin (red) by
Phalloidin-Texas-Red.
Found at: doi:10.1371/journal.pone.0012257.s005 (3.36 MB TIF)
Figure S6 Expression and localization of human ERMs and
LRCH3 in Hela cells. A. RT-PCR experiments for each of the 3
ERM and the 4 hLRCH mRNA show that all seven genes are
expressed in HeLa cells. B. Sub-cellular localization of Ezrin-GFP,
Radixin-GFP or Moe-GFP (green) and F-actin (red) during
telophase indicates that all three human ERM proteins are located
at the cleavage furrow (arrows). C. At the end of mitosis, GFP-
hLRCH3 (green) is detected at the cleavage furrow as shown in co-
labeling with a-Tubulin or P-ERM (red). DNA is in blue in
merged images.
Found at: doi:10.1371/journal.pone.0012257.s006 (2.02 MB TIF)
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Résultats supplémentaires et leurs perspectives 
A. Génération d’anticorps dirigés contre les protéines 
LRCH 
Pour accéder à la localisation sub-cellulaire de la protéine dLRCH 
endogène, dans les cellules en culture et in vivo, nous avons entrepris la 
production d’anticorps dirigés contre cette protéine. Nos essais de production 
de dLRCH pleine taille s’étant avérés infructueux, nous avons choisi (avec 
l’aide de la société EUROGENTEC) deux régions spécifiques de la protéine 
dLRCH et prédites pour leur capacité immunogène. Le premier peptide (Pep1, 
76 aa) correspond à la région faisant suite aux motifs LRR. Le second peptide 
(Pep2) correspond à 121 acides aminés situés dans le domaine CH. Ces 
peptides, en fusion N terminale avec la GST (Glutathione S-Transferase) et C 
terminale avec 6 résidus Histidine (His), ont été produits dans E.coli et purifiés. 
La société Agro-Bio a procédé à l’immunisation des lapins, puis leur 
exsanguination.  
J’ai caractérisé ces anticorps polyclonaux par western blotting utilisant 
des extraits de cellules S2, notamment exprimant dLRCH en fusion GFP 
(Figure 1 Résultats). L’anticorps dirigé contre Pep1 donnant les meilleurs 
résultats, nous avons fait réaliser sa purification par affinité sur colonne 
d’antigène (Agro-Bio). Cet anticorps détecte aisément les protéines de fusion 
(GFP-dLRCH ou LRR-GFP-CH) surexprimés dans des cellules S2 (Figure 1A 
Résultats). On détecte aussi des bandes correspondant à des protéines 
endogènes, dont une semble correspondre à dLRCH, car elle disparaît après 
traitement des cellules par des dsRNA ciblant dLRCH (Figure 1B Résultats). 
Les essais d’immuno-fluorescence réalisés sur les cellules S2 on été cependant 
décevants. Le signal obtenu au cours de la mitose (S2 sauvages) se localise 
légèrement au cortex en pro/métaphase, plus faiblement au sillon de clivage en 
ana/télophase, mais reste cependant très cytoplasmique et renforcé au niveau 
péri-nucléaire durant toute la mitose. On ne détecte de plus qu’une faible 
diminution du signal après traitement dsRNA dLRCH. Chez la Drosophile, des 
immuno-marquages réalisés sur les ovaires de femelles sauvages (white) ou 
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homozygotes pour la déficience recouvrant dlrch montrent un signal diffus, et 
similaire dans les deux génotypes (résultats non illustrés ici). 
Il semble donc que ce sérum ne soit pas adapté en l’état et nécessite de 
nouvelles étapes de purification, par exemple en l’épuisant sur une colonne 
contenant des extraits de Drosophiles homozygotes mutantes pour dlrch, de 




Figure 1 : L’anticorps anti-dLRCH reconnaît les formes de dLRCH 
endogènes et fusionnées à la GFP 
Western-blots réalisés sur des extraits de cellules S2, et révélés par un 
anticorps anti-dLRCH (anti-Pep1). A. Piste 1 : S2 contrôles, Pistes 2 et 3 : 
deux lignées différentes exprimant de façon stable la protéine de fusion dLRR-
GFP-CH. Anticorps dilué au 1/1000. B. Piste 1 à 8 : extraits cellulaires d’une 
lignée exprimant de façon stable la protéine de fusion GFP-dLRCH. Pistes 2, 3 
et 4 : cellules traitées avec un dsRNA dirigé contre dLRCH, respectivement 
après 3, 6 et 9 jours de traitement. Pistes 6, 7 et 8 : cellules traitées avec un 
dsRNA dirigé contre SIP1, respectivement après 3, 6 et 9 jours de traitement. 
Anticorps dilué au 1/40000. (Ces expériences ont été réalisées selon le 
protocole décrit dans (Roch et al., 2010)  
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B. Rôle de dLRCH dans la migration cellulaire 
Le crible génétique réalisé dans l’équipe, par C. Polesello et R. 
Dubourdieu, pour identifier des partenaires potentiels de la Moe était basé sur 
le fait que l’expression d’une forme non-phosphorylable de Moe (Moe-TA) dans 
les cellules de bordure (BC) conduit à un retard de leur migration dans 40% des 
chambres à œufs. Dans ce contexte sensibilisé, ils ont recherché des gènes 
pour lesquels la perte d’un allèle influençait la pénétrance du retard de 
migration. Un candidat intéressant était une insertion d’élément P, viable, dans 
le premier intron du gène dlrch (stock P{SUPor-P}CG6860 [KG02383]). La 
présence de cette insertion à l’état hétérozygote provoque une suppression très 
significative du retard de migration (25% (n=332), contre 40% (n=1057) dans le 
contexte Moe-TA). 
A l’époque, plusieurs facteurs ont empêché l’analyse plus poussée de ce 
candidat : (1) l’allèle utilisé n’était probablement pas nul ou amorphe puisque 
l’ARN messager de CG6860 était normalement détecté dans des individus 
mutants homozygotes ; (2) ce stock mutant issu d’un crible de mutagenèse 
insertionnelle pouvait présenter des mutations additionnelles susceptibles 
d’influencer le phénotype observé en interaction avec la Moe-TA. (3) aucun 
autre allèle ne permettant de valider cette interaction génétique et de répondre 
au point (2) n’était disponible.  
Puisque depuis nous avons généré une déficience pour dlrch 
(Df(2L)dlrch), j’ai entrepris d’étudier les conséquences de la délétion complète 
de cette protéine en utilisant les stocks Df(2L)dlrch. Dans les chambres à œuf 
Df(2L)dlrch homozygotes, les BC migrent normalement à travers les cellules 
nourricières pour atteindre la partie antérieure de l’ovocyte au stade 10, et 
ensuite migrer en position dorsale (Figure 2B Résultats). La migration des BC 
n’est donc pas affectée par l’absence du gène dlrch. Par la suite, il serait donc 
intéressant de poursuivre cette étude en plaçant la déficience Df(2L)dlrch dans 
le contexte sensibilisé (Moe-TA) pour valider les résultats du crible en 




Figure 2 : L’absence de dLRCH ou de SIP1 n’affecte pas la migration des 
cellules de bordure dans la chambre à œuf de Drosophile 
A-C. Chambres à œuf de stade 10. Partie antérieure orientée à gauche. (A) 
Dans une chambre à œuf contrôle (w), les cellules de bordure ont atteint 
l’ovocyte au stade 10. (B) Dans les chambres à œuf de Drosophiles 
homozygotes mutantes pour dlrch ou sip1 (C), les cellules de bordure ont 
également atteint la face antérieure de l’ovocyte au stade 10. Les cellules de 
bordure sont marquées par l’anticorps anti-EyA (Eyes Absent, Developmental 
Studies Hybridoma Bank (eya10h6), utilisé au 1/100) et visualisées en vert, la 
P-dMoe est en rouge, et l’ADN est en bleu (DAPI). Les flèches indiquent la 
position du groupe de cellules de bordure. (Ces expériences ont été réalisées 
selon le protocole décrit (Polesello et al., 2002).  
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C. Sip1, un autre candidat sorti du crible 
Un autre candidat issu de ce crible, dont l’allèle testé provoque la plus 
forte suppression phénotypique (23,5% de retard observé seulement) est Sip1 
(SRY interacting protein 1), l’orthologue d’EBP50 (ERM-Binding 
Phosphoprotein of 50 kDa). EBP50 a été identifié initialement chez les 
mammifères, comme une protéine (PDZ) adaptatrice, permettant de relier les 
protéines ERM à la queue intra-cytoplasmique de différentes protéines 
membranaires, incluant par exemple CFTR, PDGF-R et Nhe3 (Bretscher et al., 
2000). De la même façon que pour dLRCH, nous avons généré une déficience 
ciblée permettant de déléter le gène sip1 (Df(2R)sip1).  
J’ai analysé la migration des BC dans des femelles homozygotes pour 
cette déficience, elle aussi viable. Dans ce cas là également la migration des 
BC n’est pas affectée par l’absence du gène sip1 (Fig. 2C Résultats).  
Comme pour dlrch, la perte de fonction de sip1 n’est pas suffisante pour altérer 
la migration des BC. Cela souligne donc l’importance de se placer dans un 
contexte sensibilisé.  
J’ai également entrepris d’analyser la fertilité des mutants Df(2R)sip1. De 
manière similaire à l’étude du mutant nul pour dlrch que j’ai réalisée, la fertilité 
des mutants Df(2R)sip1, à l’état hétérozygote et homozygote, a été comparée à 
celle de stocks contrôles (white) (Fig. 3 Résultats). Ces données montrent que 
les mâles mutants pour Df(2R)sip1 sont pleinement fertiles (n=2840 pour les 
mâles Df(2R)sip1 hétérozygotes et n=3681 pour les mâles Df(2R)sip1 
homozygotes, comparés à n=3276 pour les mâles contrôles). Par contre, les 
femelles Df(2R)sip1 présentent une fertilité réduite, elles sont hypofertiles 
(n=832 pour les femelles Df(2R)sip1 hétérozygotes et n=203 pour les femelles 
Df(2R)sip1 homozygotes, comparés à n=3276 pour les femelles contrôles). Les 
femelles homozygotes mutantes sont donc plus fortement hypofertiles que les 
hétérozygotes. 
Une étude récemment publiée montre qu’un allèle présomptif de sip1, du 
à l’insertion P{PZ}Sip106373 localisée juste en amont de la région transcrite de 
sip1 provoque une létalité des individus homozygotes au début du stade 
larvaire (Hughes et al., 2010). Ces données sont donc en contradiction avec les 
nôtres qui montrent que l’absence totale du gène Sip1 (que j’ai testée par PCR 
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sur ADN génomique, résultats non illustrés ici) n’empêche la viabilité des 
mutants Df(2R)sip1. Nos résultats remettent donc en cause l’implication de sip1 
dans la létalité de leur mutant. Il est donc possible que leur stock possède, là 
encore, des mutations additionnelles responsables de la létalité décrite dans cet 
article. 
Dans cette étude, comme pour dlrch, nous montrons donc que l’absence 
de sip1 n’est pas suffisante pour altérer la migration des BC, et les femelles 
Df(2R)sip1 sont hypofertiles. Ces données mettent donc en évidence que 
l’utilisation d’un contexte sensibilisé permet d’identifier des gènes qu’un crible 
plus classique n’aurait pas détecté. De plus, l’analyse de la fertilité semble être 
un bon point d’entrée dans l’étude de la fonction de ces gènes. Une analyse 




Figure 3 : sip1 est impliqué dans la fertilité chez la Drosophile 
La fertilité a été estimée en analysant la descendance adulte issue de 
croisements entre une lignée contrôle (w) et les individus mutants Df(2R)sip1. 
(n=3276, 832, et 203 pour les femelles contrôles, hétérozygotes, et 
homozygotes mutantes respectivement). (n=3276, 2840, et 3681 pour les 
mâles contrôles, hétérozygotes et homozygotes mutants respectivement). 
Toutes les valeurs sont comparées aux croisements contrôles (100%). Les 
pourcentages d’individus adultes sont significativement différents entre les 
femelles contrôles et les femelles mutantes hétérozygotes (***) ou 
homozygotes (***), ainsi qu’entre les femelles mutantes hétérozygotes et 
homozygotes (**). Les barres d’erreur représentent la déviation standard (SD). 



















Les protéines LRCH définissent une nouvelle famille de 
régulateurs du cytosquelette 
A. Une nouvelle famille de protéines évolutivement 
conservée 
Les protéines LRCH se caractérisent par la présence simultanée des 
domaines LRR (Leucine Rich Repeat) et CH (Calponin Homology). L’analyse 
de cette organisation montre que, bien que chacun de deux domaines soit 
individuellement présent chez tous les eucaryotes dans de nombreuses 
protéines, leur combinaison est spécifique du règne animal. La combinaison de 
ces deux domaines définit donc une nouvelle famille de protéines comprenant 
un seul membre chez la Drosophile (dLRCH) et quatre chez l’homme (hLRCH). 
Les protéines LRCH humaines présentent une structure très similaire à dLRCH, 
en particulier au niveau des deux domaines caractéristiques (LRR et CH), 
(Figure S1 Article). De ces quatre orthologues humains, hLRCH4 est celui qui 
présente la plus grande homologie de séquence avec dLRCH. L’intégration de 
toutes ces analyses suggère donc une origine commune des protéines LRCH 
chez les animaux (Figure 1C Article). 
Si la famille des protéines LRCH est bien conservée chez les animaux, 
aucune fonction ne leur avait été attribuée au départ de mon projet. Au cours de 
ma thèse, plus d’informations concernant les protéines LRCH humaines ont été 
publiées. Il s’agit d’analyses génétiques établissant une corrélation entre un 
variant de hlrch1 et l’osthéoarthrite du genou (Ikegawa, 2007; Jiang et al., 2008; 
Spector et al., 2006). Un autre article associe un polymorphisme de hlrch3 avec 
la sensibilité à E. coli chez le porc (Jacobsen et al., 2010). Dans notre étude, 
nous avons mis en évidence une nouvelle famille de protéines conservée au 
cours de l’évolution, dont l’analyse de la perte de fonction m’a permis d’identifier 
certains de ses rôles. 
B. Les protéines LRCH, interacteurs du cytosquelette 
Il existe de nombreuses protéines possédant l’un des deux domaines 
caractéristiques des protéines LRCH. Plusieurs études ont participé à révéler 
les fonctions potentielles ou avérées de chacun des domaines LRR et CH.  
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Le motif LRR a été initialement décrit comme responsable de l’interaction 
entre protéines (Kobe and Kajava, 2001). C’est un motif constitué de répétitions 
de domaines d’une vingtaine de résidus, que l’on retrouve des virus jusqu’aux 
eucaryotes. Les protéines à motif LRR ont été impliquées, dans un premier 
temps, dans des processus biologiques importants tels que l’interaction 
hormone-récepteur, l’adhérence cellulaire ou le trafic cellulaire (Kobe and 
Kajava, 2001). Plus récemment, des études ont révélé leur implication dans le 
développement précoce des mammifères (Tong et al., 2000), le développement 
neural (Mutai et al., 2000), la polarité cellulaire (Bilder and Perrimon, 2000) et 
les processus de signalisation apoptotique (Inohara et al., 1999). Chez les 
plantes, les protéines à motif LRR sont impliquées dans la résistance aux 
maladies (McHale et al., 2006). Chez la Drosophile, Scribble est une protéine 
arborant une répétition de 16 domaines LRR. Cette protéine suppresseur de 
tumeur est requise pour la polarité des cellules épithéliales (Bilder and 
Perrimon, 2000). Une étude d’Albertson et collaborateurs montre que le 
domaine LRR de Scribble est nécessaire et suffisant à sa localisation corticale 
dans les neuroblastes en division (Albertson et al., 2004). Cette observation 
peut être corrélée à la localisation de dLRCH au cortex cellulaire. Il était donc 
intéressant de poursuivre l’analyse des rôles respectifs des domaines LRR et 
CH de dLRCH, afin de déterminer si le domaine LRR est nécessaire et suffisant 
à la localisation de dLRCH. Des résultats préliminaires, obtenus en observant la 
localisation sub-cellulaire du motif LRR de dLRCH fusionné à la GFP, montrent 
que ce domaine est suffisant pour la localisation corticale. Cependant, des 
résultats similaires ont été obtenus avec une fusion de la GFP au domaine CH. 
Il semble donc que la localisation corticale ne dépende pas seulement du 
domaine LRR. Une analyse plus poussée sera donc nécessaire pour mettre en 
évidence la contribution respective des différents domaines à la localisation de 
dLRCH.  
Le domaine CH est un module constitué d’une centaine d’acides aminés 
originellement identifié dans la partie N-terminale de la Calponine. Il est 
spécifique des génomes eucaryotes. Il existe cinq sous-types de domaines CH 
(CH 1-5) parmi lesquels se trouvent des protéines telles que la Calponine, la 
Filamine, la Fimbrine, l’α-Actinine, l’Utrophine, la Dystrophine, ou encore la 
Plectine. Le domaine CH de dLRCH appartient au sous-type 3. La Calponine 
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est une ABP présente à la fois dans les tissus non-musculaires, et dans les 
tissus musculaires. Dans ces derniers, elle est impliquée dans la contraction 
musculaire, en régulant les contractions d’actomyosine. La Calponine a la 
faculté de lier l’actine-F, mais aussi la Tropomyosine, la Calmoduline et la 
Myosine. Le rôle du domaine CH de la Calponine a été établi grâce à 
l’utilisation de techniques de mutagenèse et délétions de l’α-Actinine, la 
Dystrophine et la Filamine (Hemmings et al., 1992; Levine et al., 1992). 
Initialement le domaine CH a donc été décrit comme un motif de liaison à 
l’actine (Gimona et al., 2002; Gimona and Mital, 1998). Dans de nombreux cas, 
il a été décrit que deux domaines CH en tandem et provenant d’une même 
chaîne polypeptidique sont requis pour la liaison à l’actine (Gimona et al., 2002; 
Gimona and Mital, 1998). Cependant, plus récemment, Mateer et ses 
collaborateurs ont montré que l’unique domaine CH d’IQGAP1 (IQ motif 
containing GTPases Activating Protein 1) était responsable de la liaison au 
réseau d’actine (Mateer et al., 2004). De plus, et de façon intéressante dans le 
cadre de notre étude, le domaine CH d’IQGAP1 appartient, tout comme celui de 
dLRCH, au sous-type 3. 
Des études récentes ont cependant mis en évidence une nouvelle 
fonction de ce domaine. EB1 ( End Binding protein 1) est une protéine 
appartenant à la superfamille des protéines à CH domaine(s) qui se localise sur 
le fuseau mitotique et à l’extrémité plus des microtubules (Morrison et al., 1998; 
Schwartz et al., 1997; Tirnauer and Bierer, 2000). In vitro, il a été montré qu’un 
domaine CH seul peut lier les microtubules (Slep et al., 2005). In vivo, deux 
domaines CH d’EB1 sont cependant nécessaires pour lier l’extrémité plus des 
microtubules, le domaine CH isolé d’EB1 fusionné à la GFP ne liant plus les 
microtubules (Slep and Vale, 2007). Ainsi, ces résultats suggèrent que deux 
domaines CH organisés en homo ou hétéro-dimères sont requis pour une 
liaison aux microtubules (Hayashi and Ikura, 2003; Sjoblom et al., 2008; Slep 
and Vale, 2007). Dans la littérature, on trouve également d’autres exemples de 
protéines dont le domaine CH est impliqué dans la liaison aux microtubules. 
Ainsi, CLAMP (CaLponin-homology And Microtubule-associated Protein) a été 
identifiée comme étant une nouvelle MAP contenant un domaine CH de type 
EB1 potentiellement responsable de sa localisation sur les microtubules 
(Dougherty et al., 2005).  
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Cette autre fonction du domaine CH peut être associée de façon 
intéressante aux résultats que j’ai pu obtenir au cours de ma thèse. En effet, la 
protéine LRCH de la Drosophile se localise en ana/télophase au niveau du 
sillon de clivage puis du midbody (Figures 2 et 3 Article). Cette localisation 
correspond à l’extrémité plus de microtubules constituant le fuseau mitotique. 
dLRCH est ainsi retrouvée au niveau des centrosomes (Figure 1 Discussion), 
structure constituée de γ-tubuline. J’ai aussi pu observer un marquage par 
GFP-dLRCH du fuseau mitotique en métaphase, que ce soit sur des cellules 
transfectées transitoirement avec la forme GFP-dLRCH puis fixées, ou bien sur 
des films réalisés sur une lignée stable exprimant GFP-dLRCH que j’ai établie. 
Une liaison des protéines LRCH aux microtubules n’exclurait en aucun cas la 
liaison avec l’actine. Les résultats préliminaires que j’ai pu obtenir en découpant 
la protéine dLRCH en deux parties (une partie contenant le motif LRR et une 
autre contenant le domaine CH) vont dans ce sens, montrant que la protéine de 
fusion CH-GFP se localise sur les structures d’actine (cortex et sillon de 
clivage). Une liaison des protéines LRCH aux microtubules reste à prouver, 
mais on peut imaginer que les protéines LRCH sont des protéines ayant une 
localisation centrosomale durant toute la mitose, et transitant sur les 
microtubules du fuseau mitotique en métaphase, pour se localiser au midbody 
en fin de mitose. Un des premiers tests permettant de vérifier cette hypothèse 
serait de réaliser des expériences de co-immunoprécipitation in vitro entre 






Figure 1 : dLRCH s’accumule aux centrosomes en télophase  
Distribution sub-cellulaire de GFP-dLRCH dans une cellule S2 en télophase. (a-a’’) 
Co-détection de GFP-dLRCH en vert (a) et de la tubuline γ en rouge (a’). L’ADN est 
visualisé grâce à un marquage DAPI en bleu (a’’). En télophase, GFP-dLRCH se 
concentre au niveau des centrosomes (astérisques).  
 
C. Les protéines LRCH, partenaires potentiels de la 
dMoesin 
Au vu du partenariat suggéré par les résultats d’expérience de double-
hybride entre dLRCH et la Moe (Hybrigenics), il paraissait intéressant de 
creuser plus avant cette possibilité. Des expériences de liaison in vitro de 
protéines recombinantes (GST Pull-down) ont été réalisées dans l’équipe de P. 
Mangeat (données non-publiées). Les résultats suggèrent une interaction 
directe entre dLRCH et la dMoe. Cependant, des tests de co-
immunoprécipitation in vitro entre ces deux protéines ne nous ont pas permis 
de confirmer l’existence de cette interaction. Pour tester ce partenariat potentiel 
entre dLRCH et la dMoe in vivo, j’ai donc réalisé des tests d’interaction 
génétique chez la Drosophile. Le gène dMoe est situé sur le chromosome X et 
des mutations de ce gène, bien que létales, permettent l’émergence de 
quelques mâles adulte (escapers). Dans ce contexte mutant pour la dMoe, en 
enlevant un allèle du gène dlrch (situé sur le chromosome 2), j’ai pu tester 
l’interaction génétique entre dlrch et la dMoe. Alors que la mutation du gène 
dMoe conduit à l’émergence de 3% de mâles (12 escapers sur 409 mâles), un 
allèle en moins de dlrch dans ce même contexte génétique aboutit à 2% de 
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mâles (8 escapers sur 429 mâles). Avec un pourcentage d’escapers quasi 
identique, cette expérience ne met donc pas en évidence d’interaction 
génétique entre dlrch et dMoe. 
En parallèle, je me suis intéressée à la localisation sub-cellulaire de la 
dMoe dans des cellules en division, et plus particulièrement à la mise en 
parallèle de cette localisation avec celle de dLRCH. Il en ressort que dLRCH et 
la dMoe activée colocalisent durant la mitose. Ces deux protéines sont 
distribuées au cortex cellulaire en pro/métaphase, puis restreintes au niveau du 
sillon de clivage en ana/télophase dans des cellules de Drosophile (S2). Les 
résultats obtenus dans les cellules humaines (HeLa) montrent une localisation 
similaire entre les protéines ERM phosphorylées et hLRCH3, mettant ainsi en 
évidence une conservation de localisation des protéines LRCH durant la 
mitose. Toujours pour tester ce partenariat dLRCH/dMoe, j’ai de plus testé 
l’effet de la déplétion en dLRCH sur la localisation de dMoe et réciproquement. 
La déplétion en dLRCH ou en dMoe n’affecte pas la localisation respective de 
dMoe ou dLRCH en mitose. Aucune de ces trois approches n’a donc permis de 
valider les résultats obtenus dans les expériences de double-hybride et GST-
Pull-down montrant une interaction directe entre dLRCH et dMoe.  
Cependant, l’étude des fonctions de dLRCH et dMoe pour la division des 
cellules S2 nous a montré que les phénotypes induits par la perte de fonction 
de chacun de ces deux gènes étaient similaires, bien que moins prononcés 
dans le cas de dLRCH. En l’absence du gène dLRCH, le cortex cellulaire 
présente des protrusions anormales (« blebs ») dès la pro/métaphase, et ce 
jusqu’à la fin de la mitose. Ce phénomène de « blebbing » se produit dans des 
situations physiologiques normales et des localisations sub-cellulaires précises, 
comme c’est le cas au niveau des pôles cellulaires lors de la cytocinèse 
(Fishkind et al., 1991),lors de processus apoptotiques (Mills et al., 1998), mais 
également lors de la migration de certaines cellules pendant l’embryogenèse 
(Charras, 2008; Charras et al., 2006). Ces protrusions de la membrane 
cellulaire sont le résultat de contractions de l’actomyosine corticale. Ces 
contractions conduisent à un détachement transitoire de la membrane 
plasmique du cortex d’actine, ou bien à une rupture du cortex d’actine (Charras, 
2008) (Figure 2 Discussion). Le cytosol pénètre ensuite à l’intérieur de ces 
« bulles » de cortex et les fait grossir. L’expansion s’arrête quand le cortex se 
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ré-assemble sous la membrane plasmique. Cet assemblage du cortex cellulaire 
se déroule en trois temps. Tout d’abord, l’Ezrin et la Moesin sont recrutées au 
niveau de la protrusion (Charras et al., 2006). Ensuite, l’actine doit polymériser 
à cet endroit, puis l’on assiste à un recrutement membranaire de plusieurs 
autres ABP. Enfin, la dernière étape de ce processus requiert la génération de 
forces au niveau du cortex, et implique donc le recrutement de la myosine au 
niveau de foci membranaires (Charras et al., 2006). On voit donc que les 
protéines ERM sont impliquées dans la résorption de ces protrusions 
membranaires. Des cellules exprimant une forme constitutivement active de 
l’Ezrin (ezrin-T567D-GFP) rétractent leurs « bulles » corticales plus tôt que des 
cellules sauvages ; alors que des cellules exprimant soit le domaine FERM de 
l’Ezrin fusionné à la GFP, soit une forme constitutivement inactive de l’Ezrin 
(ezrin-T567A-GFP), présentent des protrusions corticales en plus fortes 
proportions que des cellules sauvages (Charras et al., 2006). Ces données 
suggèrent donc que l’Ezrin sert à attacher physiquement la membrane 
plasmique au cortex en cours de reconstruction. Chez la Drosophile, la dMoe 
étant le seul représentant de la famille des protéines ERM, son absence conduit 
à de graves défauts d’organisation corticale. Les défauts de même nature 
observés en l’absence de dLRCH suggèrent que dLRCH est un des partenaires 
fonctionnels de la dMoe pendant la mitose. 
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Une seconde conséquence de la déplétion en dLRCH est l’instabilité du 
fuseau mitotique. En effet, les cellules mutantes pour dLRCH montrent un 
fuseau qui tourne en permanence à l’intérieur de la cellule, et ce pendant toute 
la mitose. Les expériences réalisées par Rappaport dans les années 60 
montrent que dès le début de l’anaphase, les microtubules astraux contactant le 
 
Charras and Paluch, 2008
 
Figure 2 : Cycle de formation et rétractation des protrusions corticales 
Le phénomène de blebbing se décompose en trois phases : l’initiation 
(nucléation), l’expansion et la rétractation. (a) L’initiation peut résulter d’un 
détachement local entre le cortex cellulaire et la membrane plasmique (modèle 
de gauche), ou d’une rupture localisée du cortex cellulaire (modèle de droite). 
(b) La pression hydrostatique dans le cytoplasme est ensuite responsable de 
l’expansion. Parallèlement, la membrane plasmique peut également continuer 
à se détacher du cortex. (c) La vitesse d’expansion diminue, et un cortex 
d’actine se forme de novo sous la membrane plasmique. (d) Le recrutement de 
la Myosine au niveau du nouveau cortex précède la rétractation. 
66 
cortex au niveau équatorial permettent la mise en place du sillon de clivage 
responsable de la future séparation des deux cellules filles (Oegema and 
Mitchison, 1997; Rappaport, 1961). Ces études ont par la suite permis d’établir 
plusieurs modèles expliquant les mécanismes de mise en place du sillon de 
clivage. Deux modèles co-existent à ce jour : le modèle dit de relaxation lié aux 
microtubules astraux, et celui de la stimulation liée à la zone centrale du fuseau 
et aux microtubules astraux (D'Avino et al., 2005) (Figure 3 Discussion).  
 
D’Avino et al., 2005
 
Figure 3 : Modèles dits de « relaxation » ou de « stimulation astrale » 
Représentation schématique des deux modèles proposés pour expliquer le rôle des 
microtubules dans la formation du sillon de clivage. Dans le modèle de « relaxation 
astrale » (à gauche), les microtubules astraux contactant les pôles de la cellule 
délivrent un signal de « relaxation ». Par conséquence, la zone équatoriale de la 
cellule pourra se contracter. Dans le modèle de « stimulation astrale » (à droite), 
les microtubules contactant la zone équatoriale de la cellule ainsi que les 
microtubules de la midzone, permettent la mise en place et la contraction du futur 
sillon de clivage. La membrane plasmique est en vert, les microtubules en rouge, et 
les chromosomes en bleu.  
 
Dans le second modèle (stimulation), la contraction équatoriale est 
stimulée par des signaux émanant des asters et arrivant jusqu’au cortex 
équatorial en transitant le long de microtubules astraux. A la lumière de cette 
hypothèse, on peut donc imaginer qu’alors qu’un pool de protéines dLRCH est 
lié à l’actine et donc localisé au cortex cellulaire en pro/métaphase, un autre 
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pool est sur les centrosomes et transitera par la suite le long de microtubules 
astraux pour arriver au cortex équatorial en anaphase, colocalisant donc ici 
avec la dMoe activée et l’actine. A ce niveau, dLRCH pourrait être un partenaire 
fonctionnel de la P-dMoe et participer à une bonne contractilité corticale dans 
l’espace et dans le temps. Enfin, en télophase, le pool de protéines dLRCH se 
localise au niveau du sillon de clivage, puis au midbody, c’est-à-dire un endroit 
riche en actine et situé à l’extrémité plus des microtubules. Bien qu’une 
évidence directe de l’interaction physique entre dMoe et dLRCH n’ai pu être 
validée, les analyses de perte de fonction dans les cellules S2 soulignent que 
ces deux protéines sont impliquées dans des mécanismes cellulaires identiques 
et agissent probablement comme partenaires dans ces mécanismes.  
La localisation sub-cellulaire de hLRCH3 dans des cellules humaines en 
ana/télophase est tout a fait similaire à celle son homologue chez la Drosophile, 
suggérant une conservation de fonction de cette nouvelle famille de protéines. 
Une analyse fonctionnelle des quatre orthologues humains de dLRCH serait 
réalisable en utilisant des siRNA pour invalider un ou plusieurs hlrch, ainsi 
qu’une ou plusieurs ERM.  
 
Rôle des protéines LRCH in vivo 
Pour étudier la fonction du gène dlrch in vivo, nous avons généré une 
petite déficience permettant d’enlever le gène dlrch (CG6860) chez la 
Drosophile. De façon surprenante, les individus déficients pour le gène dlrch 
passent les stades embryonnaire, larvaire et pupal, et permettent l’émergence 
d’adultes viables. En effet, les défauts engendrés par la délétion de dlrch dans 
les cellules en culture, suggéraient que ces défauts de mitose ne permettraient 
pas un développement correct de l’individu. A la suite de cette première 
observation, il devenait donc nécessaire d’analyser plus en détail ces individus 
mutants viables. 
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A. dLRCH est impliqué dans la résistance aux conditions 
extrêmes et la longévité de la Drosophile 
Une des hypothèses que nous avons formulée est que dlrch soit requis 
dans des conditions environnementales extrêmes. Les tests que j’ai réalisés 
mettent en évidence un rôle de dLRCH dans la résistance au stress thermique 
(Figure 6B Article). En effet, au stade pupal la viabilité des individus mutants 
pour dLRCH est réduite pour des températures extrêmes (17°C et 29°C). A des 
stades plus précoces de développement (embryonnaire et larvaire), la viabilité 
des mutants est équivalente à celle des contrôles. Ces données suggèrent 
donc qu’une protéine d’échafaudage du cytosquelette telle que dLRCH pourrait 
jouer un rôle de tampon se révélant important dans des situations thermiques 
extrêmes. 
J’ai également testé la longévité des individus adultes mutants. Alors que 
50% des individus contrôles sont morts au jour 50 environ, ce même seuil de 
mortalité est atteint dès le 30ème jour pour les individus mutants (Figure 6D 
Article). La mortalité des individus homozygotes mutants est de plus fortement 
accrue durant les huit premiers jours. L’accumulation de dysfonctionnements 
mineurs et peut-être indétectables pendant le développement pourrait expliquer 
cette mortalité précoce.  
B. dLRCH est nécessaire à la fertilité 
Le gène dlrch avait été initialement sélectionné à la suite d’un crible 
analysant les défauts de migration des cellules de bordure (BC) dans la 
chambre à œuf de Drosophile. Nous avons donc testé la fertilité des mutants 
dlrch. Alors que les mâles homozygotes mutants sont parfaitement fertiles, les 
femelles homozygotes mutantes sont totalement stériles. 
Ces femelles pondent quelques œufs, mais ceux-ci ne montrent pas de 
signes de développement. Ces œufs ont été observés quelques heures après 
la ponte, et l’on ne trouve jamais d’œufs au stade de blastoderme cellularisé. 
Ces œufs pourraient donc ne pas être fécondés, et ceci nous a donc poussé à 
analyser leur morphologie externe et deux structures en particulier : les 
appendices dorsaux et le micropyle. Ces appendices sont deux structures 
tubulaires situées en position antéro-dorsale et permettant à l’embryon de 
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respire (Margaritis et al., 1980). Des défauts dans le positionnement de ces 
appendices dorsaux sont révélateurs d’anomalies dans la mise en place des 
axes du corps de l’embryon, notamment dus à des défauts d’organisation des 
microtubules. Les œufs mutants pour dlrch présentent deux appendices ne 
montrant pas de défauts morphologiques ou de positionnement, témoignant de 
l’absence de défauts majeurs dans l’organisation du réseau microtubulaire. La 
seconde structure que j’ai observée est le micropyle. Cette structure est un 
canal permettant l’entrée du spermatozoïde pour la fécondation de l’œuf, située 
au pôle antérieur de l’embryon, entre les deux appendices dorsaux (Dobens 
and Raftery, 2000). Plusieurs types cellulaires sont impliqués dans la formation 
du micropyle, dont BC. A la suite de leur migration à travers les cellules 
nourricières de la chambre à œuf, les BC atteignent l’ovocyte au stade 10 
(Montell, 2003). Les BC vont ensuite migrer en position dorsale de l’ovocyte et 
participer à la formation du micropyle (Cummings et al., 1971; Margaritis, 1984; 
Margaritis et al., 1980). Dans le cadre de notre étude, le micropyle présente 
donc le double intérêt de relier les BC (dont la migration est la base du crible 
ayant identifié dlrch) et la fécondation. Les œufs pondus par les femelles 
homozygotes mutantes présentent un micropyle qui semble 
morphologiquement normal. Lors de l’observation de ceux-ci, il semble que les 
micropyles des embryons mutants soient légèrement décalés par rapport à 
l’axe antéro-postérieur. Cependant, une analyse plus poussée du 
positionnement du micropyle est nécessaire pour confirmer ou infirmer cette 
observation. Une expérience complémentaire serait de tester l’entrée des 
spermatozoïdes dans le micropyle. Pour cela, des anticorps reconnaissant des 
protéines du spermatozoïde sont disponibles. L’analyse du micropyle présente 
également un autre intérêt dans notre étude. En effet, c’est une structure qui est 
en lien avec le réseau microtubulaire. Les microtubules sont directement 
associés au micropyle puisqu’ils participent à la formation de ce canal. Des 
défauts dans le réseau de microtubules pourraient donc expliquer la stérilité des 
femelles mutantes. Cette hypothèse semble plus probable puisque la migration 
des BC est apparemment correcte dans le mutant dLRCH (Df(2L)dlrch). Dans 
l’optique de tester l’organisation du réseau de microtubules, j’ai également 
observé la position du noyau de l’ovocyte dans les chambres à œufs de 
femelles homozygotes mutantes. En effet, au stade 7, le centre organisateur 
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des microtubules est désassemblé et dès lors, la nucléation des microtubules 
se déroule à partir du pôle antérieur et des parties latérales de l’ovocyte. La 
réorganisation des microtubules est nécessaire à la migration du noyau de 
l’ovocyte en position antéro-latérale. Cependant, dans les chambres ovariennes 
mutantes pour dlrch, les ovocytes possèdent un noyau bien positionné. Deux 
hypothèses se présentent alors : soit des défauts de l’organisation du réseau 
microtubulaire ont lieu de façon plus précoce, soit c’est là encore l’accumulation 
de défauts mineurs qui explique de tels phénotypes.  
Je me suis aussi attachée à analyser plus en détail les cellules 
nourricières dans les chambres à œuf mutantes pour dlrch. Ces cellules 
présentent un patron d’organisation très stéréotypé et bien caractérisé puisqu’il 
s’agit de 15 cellules provenant de quatre divisions successives et incomplètes 
du cystoblaste. J’ai donc déterminé le nombre de cellules nourricières dans des 
chambres à œuf de femelles homozygotes mutantes à différents stades (du 
stade 4 au stade 11), (Figure S5 Article). Lors de certaines expériences, la 
majorité des chambres à œuf présente un nombre de cellules nourricières 
aberrant, toujours supérieur à 15 (compris entre 16 et plus de 60). Ce 
phénotype est cependant peu pénétrant puisqu’il n’est pas retrouvé dans toutes 
les expériences. Des paramètres tels que l’âge des femelles au moment de la 
dissection des ovaires, la présence ou non de mâles, ou la stimulation de 
l’ovogenèse par l’ajout d’une goutte de levure dans le tube avant dissection ont 
été testés. Les résultats des expériences demeurent toujours variables. Un 
autre paramètre à tester serait la température à laquelle éclosent les femelles à 
disséquer, puisque cela à une influence sur l’ovogenèse. Dans ces chambres à 
œuf provenant de femelles homozygotes mutantes j’ai également analysé le 
réseau d’actine. Aucun défaut majeur n’apparaît puisque les anneaux d’actine 
reliant les cellules nourricières entre-elles sont présents et semblent 
correctement structurés. La distribution des filaments d’actine corticaux et 
cytoplasmiques est aussi correcte. Dans le cadre d’une analyse plus poussée 
de ces chambres ovariennes mutantes pour dlrch, il serait également 
intéressant de remonter à des stades plus précoces de l’ovogenèse, au niveau 
du germarium, pour voir si ces défauts de nombre de cellules nourricières 
s’établissent lors des quatre divisions du cystoblaste. Il pourrait donc là aussi 
s’agir d’une accumulation de petits disfonctionnements (défauts de résistance 
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aux températures extrêmes, baisse de la longévité), entraînant cependant un 
phénotype fort puisque les femelles homozygotes mutantes pour dlrch sont 
stériles. 
 
La génétique inverse, avantages et difficultés 
La déficience que nous avons générée est de petite taille (en 30 Kb), 
mais celle-ci enlève également un autre petit gène prédit (CG31804). Bien que 
l’on ne puisse pas affirmer que les phénotypes observés chez les mouches 
mutantes pour dlrch ne soient pas influencés par l’absence du CG31804, ce 
gène putatif est très peu conservé, et les informations disponibles montrent qu’il 
n’est guère exprimé, mis à part une expression de faible niveau dans les 
testicules. Pour vérifier cette hypothèse, des expériences de « sauvetage » des 
phénotypes observés sont en cours. Ceci est réalisé grâce à l’établissement de 
lignées transgéniques exprimant la protéine dLRCH seule, ou en fusion avec la 
GFP (GFP-dLRCH, construction que j’ai utilisée pour réaliser les expériences 
en culture cellulaire). L’expérience permettra de voir si la protéine dLRCH seule 
et/ou en fusion avec la GFP est capable de restaurer un phénotype sauvage 
chez des mouches mutantes pour dlrch.  
Ce type d’étude illustre donc la complexité engendrée par la génétique 
inverse. En effet, il existe à ce jour de nombreux gènes identifiés dont la 
fonction est encore inconnue, et ce malgré leur conservation évolutive 
soulignant leur importance chez les êtres vivants. Les approches à grande 
échelle de type crible d’interaction pour prédire leur fonction et éventuelles 
régulations sont alors adaptées. Par la suite, il faut tester ces prédictions : en 
partant du gène ou de ses produits, à la recherche d’un phénotype. Les choix 
stratégiques sont ici capitaux, car les cribles possèdent intrinsèquement de 
nombreuses limites (faux positifs, faux négatifs, effet off-target, …), et 
l’observable est souvent assez réduit. Concernant la génétique inverse, la 
quête de la caractérisation précise du phénotype est bien connue comme étant 
une partie lourde, et souvent entachée d’erreurs car l’on peut finir par voir ce 
que l’on aimerait voir. Cependant, les outils pour parvenir à une telle analyse 
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sont de plus en plus nombreux, et cela reste une approche incontournable dans 
bien des cas.  
 
Cette étude illustre donc l’intérêt d’analyser les phénotypes d’une perte 
de fonction par des approches différentes et complémentaires. En effet, même 
si ici les phénotypes décrits sont subtils, ils sont présents dans plusieurs 
contextes expérimentaux. Une étude de structure similaire à celle-ci a été 
récemment publiée (Meireles et al., 2009). Dans ce cas, la déplétion en Wac 
(wee Augmin component) engendre de sévères défauts au cours de la mitose 
dans les cellules en culture. La perte de fonction de wac in vivo n’affecte pas le 
développement de la Drosophile, mais conduit à une stérilité des femelles. Une 
analyse plus poussée a permis de montrer que wac est requis pour l’alignement 
et la ségrégation des chromosomes lors de la méiose chez les femelles. Ceci a 
été rendu possible par l’utilisation de nombreuses approches complémentaires. 
De façon similaire, les données obtenues dans l’étude de Sip1 soulignent 
également la nécessité d’approches multiples. L’accumulation de données sur 
des gènes dits non essentiels permettra donc peut-être, dans le futur, de 
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Les protéines Ezrin, Radixin, et Moesin (ERM) permettent de réguler la liaison des protéines 
membranaires aux filaments d’actine. De nombreuses études ont montré l’implication des protéines 
ERM dans diverses tumeurs caractérisées par un fort pouvoir métastatique. L’équipe a récemment 
démontré que la dMoesin, l’unique protéine ERM de drosophile, est requise pour l’organisation du 
cortex cellulaire et du fuseau mitotique pour la division cellulaire. Pour mieux comprendre les fonctions 
de la dMoesin, l’équipe a recherché ses partenaires fonctionnels. Un crible génétique a été réalisé et, 
parmi les interacteurs génétiques de la dMoesin ainsi identifiés, nous nous sommes concentrés sur la 
protéine dLRCH, identifiée indépendamment comme partenaire physique de la dMoesin dans un crible 
double hybride. dLRCH est une protéine pionnière caractérisée par la présence simultanée de 
domaines LRR (Leucin Rich Repeat) et CH (Calponin Homology). Nous montrons que dLRCH définit 
une famille de protéines évolutivement conservée de fonction encore inconnue et avons identifié 4 
gènes codant pour des protéines LRCH (hLRCH) chez l’Homme. 
Mon projet de thèse a consisté en l’étude de la fonction éventuelle de cette nouvelle famille de 
protéines, les protéines LRCH, au cours de la division cellulaire. 
Au cours de cette étude, nous montrons que dLRCH colocalise avec la dMoesin au sillon de 
clivage au cours de la division cellulaire chez la Drosophile, ainsi que les protéines hLRCH avec les 
protéines ERM dans les cellules humaines. Grâce à une analyse fonctionnelle de dLRCH, nous 
mettons en évidence que son absence perturbe l’organisation du cortex mitotique, sans toutefois 
bloquer la division cellulaire. Pour étudier les conséquences de l’absence de dLRCH sur la physiologie 
de l’organisme, nous avons  généré un allèle nul de ce gène chez la Drosophile.  
Nous montrons que le gène dlrch est exprimé dans de nombreux tissus au cours du 
développement, plus fortement dans certains tissus comme par exemple les gonades. Bien que nous 
ayons établi que dLRCH n’est pas essentiel à la division cellulaire in vivo, l’absence de dLRCH ne 
perturbe pas le développement ni la viabilité de la Drosophile, mais entraîne une stérilité complète, ce 
uniquement chez les femelles. Les individus mutants présentent également une moindre résistance 
aux conditions extrêmes. Ces travaux constituent donc la première étude fonctionnelle des protéines 
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